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La peste des petits ruminants (PPR), causée par un Morbillivirus, est l’infection virale la plus
grave des caprins et ovins. Elle est largement répandue en Asie, au Moyen Orient et en Afrique.
En Afrique elle est en émergence au nord et au sud du continent et représente un facteur
majeur d’insécurité alimentaire pour la population agricole (70% des populations pauvres des
régions considérées).
La PPR est un modèle d’étude des maladies transfrontalières car sa diffusion est très liée
aux mouvements régionaux d’animaux vivants. La compréhension de cette diffusion est
une condition essentielle à la mise en place de mesures de contrôle efficaces (vaccination,
quarantaine, contrôle aux frontières etc.).
A notre connaissance, aucune étude n’a été entreprise pour connaître l’ampleur de la diversité
génétique du virus de la PPR (PPRV) au cours d’infections naturelles de petits ruminants et
l’accumulation des mutations virales dans un circuit de diffusion. Or dans les pays d’élevages
extensifs tropicaux l’identification et la traçabilité animale sont inexistantes, ce qui rend diffi-
cile la reconstruction des circuits de diffusion des animaux et du virus. Dans ces conditions, la
diversité génétique du virus peut être utilisée comme marqueur de diffusion épidémiologique.
L’objectif de cette thèse est d’utiliser la variabilité génétique du PPRV pour caractériser les
lignées virales circulantes et retracer les processus de transmission du virus à travers un large
territoire centré sur le Sénégal. En analysant 2 gènes de PPR nous avons estimé la vitesse
d’évolution du virus sur une période de 4 années comprise en 2010 et 2014.
Les résultats montrent que les premières souches de la lignée II de PPRV ont été introduites en
2005 au Sénégal et dans les pays voisins. L’horloge moléculaire et l’arbre phylogéographique
rapportés ici indiquent clairement que la lignée II maintenant enzootique en Afrique de l’ouest
prend son origine au Nigéria. Les mouvements trans-africains à l’origine du déplacement
Est-Ouest de la lignée II trouvent leur origine dans le commerce de bétail à la croisée des
frontières, une évidence économique et culturelle en Afrique de l’Ouest.
Mots clefs : virus de la Peste des petits ruminants (PPRV) ; gène viral ; mutation virale ; circuit




Peste des petits ruminants (PPR), caused by a Morbillivirus is one of the most important viral
infections in sheep and goats. It is widely spread in Asia, Middle East and Africa. In Africa, it is
an emerging disease in the north and the south of the continent. It is a major factor of food
insecurity for the farming population (70% of the poor population in the tropical regions).
PPR is a study model of transboundary diseases; its spread is highly related to regional move-
ments of livestock. Understanding the spread of PPR is an essential condition for the imple-
mentation of efficient control measures (vaccination, quarantine, border controls etc.).
Up to our knowledge, no studies have investigated the range of genetic diversity of PPR
virus (PPRV) during natural infections in small ruminants and the accumulation of virus
mutations during its spread. Further on, in tropical countries with extensive farming, animal
identification and traceability are a current problem. In such conditions, the genetic diversity
of the PPRv can be used as a marker of animal movement and spread of the virus.
The objective of this study was to investigate the genetic diversity of the PPRv in order to
characterise the actual viral lineages and to retrace the transmission of the virus in Senegal
and its surrounding countries. Analyzing two complete viral genes of the PPR, we have
estimated the rate of evolution of this virus, in a four year period, between 2010 and 2014.
The results of the study show that the first strains of lineage II of PPRV have been introduced in
2005 in Senegal and its surrounding countries. Molecular clock analysis and phylogeograph-
ical reconstitution of the PPRV indicate that the lineage II, actually enzootique in western
Africa, has its origins in Nigeria. This viral introduction from the direction East towards West,
corresponds to the transboundary movement and commerce of livestock in the countries of
western Africa, which represents the economic and cultural tradition of the people of this
region.
Key words: Peste des petits ruminants virus, viral gene, virus mutation, transmission, phy-
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Dans les pays en développement, la croissance économique est en relation étroite avec les
performances de l’agriculture en termes de volume de production, de qualité des produits et
de sécurité sanitaire des denrées d’origine animale. En Afrique sub-saharienne, le secteur de
l’élevage représente en moyenne 10% du PIB national et 30% du PIB agricole. Il constitue à ce
titre, un des secteurs clés de l’économie des pays africains. La libre circulation des biens et des
personnes, dans le cadre des communautés économiques africaines, représente un facteur de
risque majeur en matière d’épidémiologie des maladies animales transfrontalières.
Après le succès rencontré dans l’éradication mondiale de la peste bovine, la peste des petits
ruminants (PPR) demeure la maladie animale virale la plus meurtrière en Afrique. Elle est
largement répandue en Asie, au Moyen Orient et en Afrique où elle est en émergence au
nord et au sud du continent. La PPR est un facteur majeur d’insécurité alimentaire pour les
populations dépendant de l’élevage, soit environ 70% des populations pauvres des régions
considérées. Près d’un milliard de petits ruminants dans le monde est exposé au risque de
cette maladie.
Depuis sa découverte en 1940 en Côte d’Ivoire, l’aire connue de distribution du virus de la
PPR ne cesse de progresser, le PPRV colonisant des territoires jusque-là indemnes à la faveur
de son introduction par les mouvements animaux, notamment en Asie centrale et surtout en
Afrique septentrionale et australe. La PPR inflige ainsi d’importants préjudices aux éleveurs
des pays du Sud.
1.2 Problématique
La carte de la répartition géographique du PPRV a été réalisée grâce à l’analyse des séquences
variables du gène de la nucléoprotéine (N) et de celui de la protéine de fusion (F) [83, 149].
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Quatre lignées phylogénétiques ont été ainsi définies, l’une installée en Asie (lignée IV) et les
trois autres en Afrique (lignées I, II et III). Leur diffusion se superpose aux zones de commerce
ou de transhumance des petits ruminants dans ces régions [15]. Cependant, les émergences
récentes de la PPR, ainsi que l’actualisation des données virales à l’occasion des enquêtes
de surveillance épidémiologique ou à des fins de recherche, bouleversent les connaissances
maintenant anciennes de la distribution géographique des lignées.
Ainsi, la souche de PPRV isolée au Maroc en 2008, appartenant à la lignée IV, est très proche
des souches virales isolées de 2000 à 2009 au Soudan [81]. Une origine asiatique a été attribuée
à ces souches, alors même que les mouvements d’animaux ne permettent pas d’expliquer une
introduction directe d’Asie ou du Moyen Orient vers l’Afrique. En effet, les flux commerciaux
de ruminants sur pied semblent être à sens unique, de l’Afrique vers le Moyen Orient, comme
documenté par des études économiques [6] et non l’inverse et révélé par les émergences
récentes de maladies d’origine africaine au Moyen Orient, liées au commerce de bétail. C’est le
cas de la fièvre de la Vallée du Rift ou de la fièvre hémorragique de Crimée-Congo [53, 67, 151].
En ce qui concerne le PPRV, si la variabilité génétique des gènes viraux F ou N observée sur
une courte séquence permet bien une définition en lignées du virus, elle semble avoir un
potentiel restreint à tracer l’origine géographique des mouvements d’animaux ayant conduit
à la diffusion de la maladie. Aussi, il est envisageable d’utiliser la capacité de l’ensemble du
génome de PPRV à évoluer sur des temps relativement courts pour mettre en évidence les flux
de virus entre foyers par l’intermédiaire des espèces hôtes.
1.3 Hypothèses et questions de recherche
Le PPRV, comme tous les virus à ARN négatifs, a potentiellement une forte capacité à muter
pendant la réplication en raison de l’absence chez les enzymes virales ARN polymérases ARN-
dépendantes (RdRp), de la fonction de relecture et de correction des erreurs de réplication.
Ces ARN polymérases virales ont un taux d’erreur de l’ordre de 10-3 à 10-5 nucléotides par cycle
de réplication [50]. Ce taux rapide de changement évolutif dans les virus à ARN, est tel que
ces virus offrent des opportunités particulièrement intéressantes pour étudier les processus
épidémiques car leurs dynamiques évolutives et écologiques ont lieu à des échelles de temps
similaires et interagissent potentiellement [129]. En effet, la rapidité d’évolution des virus à
ARN est telle que la relation phylogénétique entre isolats peut souvent être résolue à partir
d’échantillons recueillis à seulement quelques jours d’intervalle [33, 34, 171].
Cependant, à notre connaissance, aucune étude n’a été entreprise pour connaître l’ampleur
de la diversité génétique au cours d’infections naturelles de petits ruminants dans un foyer
de PPR et l’accumulation de ces mutations dans un circuit de diffusion du PPRV. Or dans
les pays d’élevages extensifs tropicaux, dans lesquels l’identification et la traçabilité animale
sont inexistantes, c’est bien la difficulté à établir les circuits de diffusion des animaux et du




Pour montrer que la variabilité génétique du PPRV est exploitable pour caractériser les lignées
virales et retracer les processus de transmission du virus, nous proposons, à partir des gènes
viraux ou du génome viral complet, d’étudier la dynamique évolutive et épidémiologique du
PPRV par des approches d’épidémiologie moléculaire.
1.4 Objectifs
Ces travaux de thèse ont pour but de comprendre la dynamique évolutive et épidémiologique
du PPRV afin de mieux gérer la surveillance et le contrôle de la maladie dans les pays transfron-
taliers d’Afrique de l’Ouest. Il s’agira plus précisément d’étudier par des approches d’épidé-
miologie moléculaire, la distribution spatio-temporelle des souches de PPRV et d’utiliser cette
information pour répondre aux questions peu accessibles par une approche d’épidémiologie
descriptive telles que :
• La cartographie des lignées virales dans les pays d’Afrique de l’Ouest.
• La datation de l’introduction ou de la réintroduction de nouvelles souches dans un
territoire donné.
• La reconstruction des mouvements géographiques des souches de PPRV et des animaux
hôtes dans cette zone.
1.5 Stratégie d’étude et plan de travail
La stratégie d’étude consistait à récolter plusieurs souches de PPRV en échantillonnant tout
le territoire sénégalais durant la période de 2010 à 2014. Dans l’optique d’avoir le plus de
diversité génétique possible en étendant notre zone d’étude, notre laboratoire a demandé
et obtenu des souches récentes de PPRV, détenues dans les laboratoires nationaux des pays
proches du Sénégal à savoir la Mauritanie, la Guinée, le Mali et la Côte d’Ivoire.
Ces travaux de thèse seront articulés autour de 7 chapitres. Outre ce chapitre introductif,
le chapitre 2 présentera une synthèse bibliographique sur la maladie, le virus de la PPR, la
surveillance et le contrôle ; s’en suivra le chapitre 3 qui portera sur la cartographie des souches
virales PPR identifiées dans la sous-région Ouest-africaine ; cette partie illustrera la définition
de ces souches en lignées, ainsi que le potentiel restreint qu’ont les courts fragments de gènes à
tracer l’hôte responsable de l’introduction du virus ou encore les mouvements géographiques
des animaux à l’origine de la diffusion de la maladie. Pour approfondir le sujet, le chapitre
4 abordera l’utilisation de deux gènes complets dans la reconstruction des mouvements
géographiques des PPRV dans la zone d’étude. Ce chapitre montrera que l’augmentation de
la résolution moléculaire permet d’envisager l’étude de la dynamique évolutive des PPRV
à une échelle régionale. Le chapitre 5 est une ouverture sur l’utilisation d’une résolution
maximale comprenant des génomes entiers dans l’analyse de la diversité moléculaire. Il décrit
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nos travaux de séquençage « full génome » du PPRV par la technologie Illumina Mi-seq à partir
d’ARN provenant d’échantillons de terrain et aborde les implications d’une telle technique
dans l’approvisionnement des bases de données. Le chapitre 6 sera dédié à la discussion
générale, à la conclusion, aux perspectives et aux recommandations qui en découlent.
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2 Synthèse bibliographique
2.1 Généralités sur la Peste des petits ruminants
2.1.1 La maladie
La Peste des petits ruminants (PPR) est une maladie animale transfrontalière hautement conta-
gieuse qui affecte principalement les caprins, les ovins et les petits ruminants sauvages. Cette
maladie est causée par le virus de la peste des petits ruminants virus (PPRV), un virus du genre
Morbillivirus appartenant à la famille Paramyxoviridae. Elle est caractérisée cliniquement
par des écoulements nasaux et oculaires, de la diarrhée et l’érosion de différents muqueuses
[61]. Tous ces symptômes sont similaires à ceux de la peste bovine qui a été récemment éradi-
quée. Les virus membres du genre Morbillivirus ont une importance majeure en médecine
humaine et vétérinaire à savoir : les virus de la peste bovine (RPV, pour Rinderpest Virus), de
la rougeole (MV, pour Measles Virus), de la maladie de Carré (CDV, pour Canine Distemper
Virus) et de la maladie des phoques (PDV, pour Phocine Distemper Virus).
La PPR est le plus souvent enzootique dans les pays où elle se trouve, avec un taux de mortalité
et de morbidité pouvant atteindre 70-80% [42]. Elle est classée dans la liste des maladies
animales à déclaration obligatoire de l’Organisation Mondiale de la Santé Animale (OIE, pour
Office International des Epizooties). Elle a été décrite dans le passé sous différentes dénomi-
nations : peste des petits ruminants, peste des espèces ovine et caprine, « pseudo-rinderpest »,
complexe stomato-pneumo-entéritique et enfin « kata » (mot pidgin pour catarrhe) au Nigeria.
La dénomination française « peste des petits ruminants », donnée par les premiers auteurs
[60], a été retenue comme nom scientifique de la maladie. Toutes ces dénominations font
référence à l’ensemble des symptômes qui la caractérisent et observés sur le terrain.
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2.1.2 Historique – Distribution géographique
Initialement décrite en Côte d’Ivoire en 1940 [60], la PPR semble s’être cantonnée durant près
de trois (3) décennies en Afrique de l’Ouest : au Togo, au Bénin et au Nigéria en 1941 (Cathou,
1944 cité par Mornet en 1956), au Sénégal en 1955 [107]. Les premières observations de la
maladie en dehors de cette région ont été faites au Soudan en 1972 [54] puis en Ethiopie 1977
[126, 57]. Durant les années 1980, la PPR s’est répandue dans la péninsule arabique : Oman
en 1983, Arabie Saoudite en 1988 ; elle atteint l’Inde en 1988 et plus tard l’Asie du Sud-Est
[97, 160] ; la première incursion de la PPR en Afrique du Nord est notée en Egypte en 1989.
De 1990 à 2000 la PPR s’étend et devient enzootique dans les régions d’Afrique de l’ouest et
de l’Est (Burkina, Mali, Guinée, Ghana, Guinée Bissau, Soudan, Ethiopie), du Moyen Orient
(Liban, Jordanie, Israël, Iran) et d’Asie (Afghanistan, Inde, Bengladesh, Pakistan).
De 2001 à 2013, une activité épizootique régulière à travers la ceinture Sahélo-saharienne a
entraîné la propagation de la maladie dans de nouvelles régions non infectées d’Afrique ; on
observe ainsi une extension rapide de la PPR vers le sud de l’Afrique (en Tanzanie, au Gabon,
en République démocratique du Congo, en Somalie et au Kenya [154] et vers l’Afrique du Nord,
Tunisie en 2008, le Maroc en 2008 et l’Algérie en 2011.
D’autres fronts de migrations sont observés vers l’Est de l’Europe : en Anatolie (Turquie d’Asie)
et Thrace (Turquie européenne en 2004), en Moldavie 2009 et au Bhoutan en 2010. En Asie, la
PPR a engendré des mortalités massives chez différentes espèces sauvages parfois en voie de
disparition, notamment le grand bharal au Tibet [17, 18], le Bouquetin des Alpes au Pakistan
[4], et la chèvre sauvage du Kurdistan [70]. En 2012, la PPR est signalée pour la première fois
en Angola et Comores (Figure 2.1). Le tableau 2.1 résume les faits marquants de l’histoire de la
colonisation de la PPR depuis sa découverte en 1940 jusqu’à nos jours.
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FIGURE 2.1 – Carte de l’évolution mondiale de la PPR de 1940 à 2012, 4 couleurs représentent
les périodes d’extension de la PPR dans le monde
TABLE 2.1 – Historique mondiale des déclarations de Peste des petits ruminants
Faits marquants Années Historique Références
Colonisation de l’Afrique de
l’Ouest (30 ans)
1940 Découverte Côte d’Ivoire [60]
1941
Signalée au Dahomey (actuel Bé-
nin)
[107, 42]
1955 Signalée au Sénégal [107]
1972 Signalée au Soudan [54]
1ère apparitions en Afrique
de l’Est
1977 Signalée en Éthiopie [126]
1983 Signalée en péninsule arabique [160]
1ère apparition au Moyen
Orient
1988
Signalée en Inde (Asie) & en Ara-
bie Saoudite
[97]
1ère apparition en Asie 1989 Signalée en Egypte [162]






Extension vers le Nord et le Sud
de l’Afrique
1ère apparitions en Angola et
au Comores
2012
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2.1.3 Le virus de la peste des petits ruminants
Taxonomie – Classification
Le PPRV appartient à l’Ordre des Mononegavirales, famille des Paramyxoviridae , sous-
famille des Paramyxovirinae qui est divisée en cinq genres distincts (Tableau 2.2).






Virus de la Rougeole
Virus parainfluenza humain
types 1 et 3
Virus Hendra





Virus de la peste
bovine
Virus de Sendai
Virus de la peste des
petits ruminants
Genre Rubulavirus Genre Avulavirus
Virus de la maladie des
phoques
Virus des oreillons









Les Paramyxovirus sont des virus à ARN enveloppé. Ce sont des particules globalement sphé-
riques contenant une enveloppe lipoprotéique externe présentant de multiples projections ;
une nucléocapside interne, pelotonnée et filamenteuse, à symétrie hélicoïdale qui entoure le
génome viral.
Les virus PPRV, RPV, MV, CDV, et PDV sont classés dans le genre Morbillivirus. Tous ces virus
sont définis par une communauté morphologique au sein des Paramyxovirus, une grande
ressemblance quant aux effets cytopathogènes en culture cellulaire (syncytia, inclusions
intra-cytoplasmiques et nucléaires), un aspect histopathologique commun (cellules géantes
multinucléées), une forte proximité antigénique (forte homologie entre les protéines des diffé-
rents membres du groupe), et une certaine spécificité d’hôte. Cette dernière caractéristique
est de plus en plus nuancée à mesure de l’avancement des études portant sur les différents
virus du groupe. Une des caractéristiques les distinguant des autres genres (mais commune
aux Henipavirus) est l’absence d’activité neuraminidasique ; cette activité neuraminidasique
serait toutefois présente chez PPRV et RPV [145].
Sur le plan clinique la forte ressemblance entre la PPR et la RP ainsi que la forte immunité
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croisée entre leur agent causal, ont souvent conduit à considérer le PPRV comme un variant
du virus de la peste bovine (RPV), mieux adapté aux petits ruminants. Cependant, l’isolement
du virus en 1962 [62] et les études sur la protection sérologique croisée menées en 1970, ont
permis de conclure que le RPV et le PPRV sont deux virus distincts mais très proches [61, 65].
Le PPRV a ainsi été classé en 1979 comme un membre appartenant au genre Morbillivirus
dans la famille des Paramyxoviridae. Vers la fin des années 1980, un autre groupe de virus
émergents affectant dramatiquement les mammifères aquatiques a été ajouté à ce genre :
le virus de la maladie des phoques (PDV), les Morbillivirus des dauphins (DMV), les Mor-
billivirus des dauphins et marsouins (PMV) [20, 73, 120](Figure 2.2). Récemment, sur la base
de données de séquences du génome, un morbillivirus de chat appelé Morbillivirus félin
(FmoPV), responsable de la néphrite tubulo-interstitielle chez les chats domestiques a été
identifié [169].
9
Chapitre 2. Synthèse bibliographique
FIGURE 2.2 – Arbre montrant la relation phylogénétique entre les différents groupes de Mor-
billivirus basée sur les séquences nucléotidiques de leur nucléoprotéine [21]
Alors que l’on s’attendrait à ce que les deux virus de ruminants, PPRV et RPV, soient les plus
proches au sein des Morbillivirus, l’analyse phylogénétique montre que le RPV est en fait,
phylogénétiquement plus proche de MV que de PPRV [44].
2.1.4 Organisation du génome et protéines codées
Organisation du génome
Le virus de la peste des petits ruminants (PPRV) est un virus enveloppé, pléomorphe dont la
taille varie de 400 à 500 nm. Son génome d’une taille de 15 948 bases, est composé d’une seule
molécule d’ARN simple brin de polarité négative étroitement associée à de multiples copies
de protéines N, dans une nucléocapside de symétrie hélicoïdale. La réplication du génome est
soumise à la « règle de six » qui stipule que les génomes dont le nombre total de nucléotides est
un multiple de six sont les mieux répliqués [137]. L’ARN génomique code pour six protéines
structurales (N, P, M, F, H, L) et deux protéines non structurales (C et V) (Figure 2.3).
Aux extrémités 3’ et 5’ du génome, se trouvent deux régions non codantes de 52 nucléotides
(nt) et de 37 nt non traduites (UTR) qui représentent respectivement le ”Leader” et le ”Trailer”.
La transcription et la réplication du virus sont contrôlées par ces deux extrémités. Le leader
(positions 1 – 54) et la partie 3’ non codante de la N (positions 55 – 107) constituent le pro-
moteur génomique (107 bases), utilisé par la polymérase virale pour la synthèse des ARNm.
La partie 5’ non codante de la polymérase L (positions 15840 – 15908) et le trailer (15909 –
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FIGURE 2.3 – Schéma de la structure d’un Morbillivirus (PPRV) [95].
15948) constituent le promoteur antigénomique (109 bases), utilisé par la polymérase pour
la synthèse de l’ARN (+), intermédiaire de réplication du génome viral. Le leader et le trailer
ont des séquences inversées complémentaires sur leurs 16 premières bases qui constituent
probablement le signal de reconnaissance de la polymérase virale.
La région terminale de chaque gène est suivie d’une région conservée de trois nucléotides
(GAA) appelée région intergénique (IG). La Région IG est également retrouvée à la jonction
des séquences du leader (gène N) et du trailer (gène L). Chaque unité transcriptionnelle est
composée d’IG, de séquences non codantes et de séquences conservées qui flanquent la
région codante. Elle est synthétisée dans le mode «start-stop»[79].
FIGURE 2.4 – Représentation du génome de la peste des petits ruminants [79]
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Protéines codées
Les virus à ARN négatif “ARN(-)” (Paramyxovirus,(Orthomyxovirus ,(Rhabdovirus) ont un
génome dont la polarité est complémentaire à celle des ARN messagers (ARNm). Les génomes
de ces virus ne peuvent donc en aucun cas être utilisés directement par les ribosomes cellu-
laires pour assurer la traduction. Ces virus utilisent une polymérase codée par le génome viral,
il s’agit d’une ARN-polymérase ARN-dépendante qui assure les fonctions de transcription et
de réplication du génome. Cette polymérase va synthétiser pour la réplication, un antigénome,
l’ARN (+), copie complémentaire de la totalité du génome, qui servira ensuite de matrice pour
la production de nouveaux génomes à ARN (-). La transcription quant à elle se fera à partir
du génome à ARN (-), la polymérase codée par le virus formera des ARNm sub-génomiques
correspondant aux parties codantes de chaque gène. Ces ARNm seront alors pris en charge
par les ribosomes cellulaires pour être traduits en protéines.
Le virion de la PPR est composé de 6 protéines structurales : la nucléoprotéine (N), la phospho-
protéine (P), la protéine de matrice (M), la protéine de fusion (F), l’hémagglutinine (H) et l’ARN
polymérase ARN dépendante (L). L’ARN génomique est associé à trois protéines virales pour
former la ribonucléoprotéine (RNP) : N, P et L, protéines composées respectivement de 525,
509 et 2183 acides aminés (aa). La ribonucléoprotéine (RNP) constitue la structure minimale
essentielle pour la transcription et la réplication du génome viral dans le cytoplasme cellulaire.
La nucléoprotéine N est la protéine majoritaire de la RNP. Elle forme un manchon protecteur
autour de l’ARN génomique et est responsable de la structure hélicoïdale de la nucléocapside.
La région centrale de la protéine est engagée dans le processus d’auto-assemblage et d’encap-
sidation de l’ARN génomique. La phosphoprotéine P interagit avec la protéine N et favorise
l’encapsidation des ARN viraux néo-synthétisés. Elle interagit aussi avec la protéine L pour
former le complexe de polymérisation de l’ARN polymérase ARN-dépendant, responsable
de la synthèse des ARNm et de la réplication de l’ARN viral génomique. La polymérase L
possède toutes les activités enzymatiques nécessaires à la polymérisation de l’ARN, initiation,
élongation, terminaison, coiffage, méthylation et polyadénylation.
Lors de sa libération, le virus emprunte son enveloppe à celle de la cellule hôte dans laquelle
s’insèrent trois autres protéines virales : M, F et H. La protéine M, la plus petite des protéines
virales (335 aa) recouvre la face intérieure de l’enveloppe virale et sert de lien entre la nu-
cléocapside et les deux glycoprotéines de surface F et H. Cependant, suite à une étude de
cryotomographie électronique Liljeroos et al.,2011 [94] ont montré que la protéine de matrice
de MV forme des hélices de revêtement de la ribonucléocapside plutôt qu’un revêtement du
feuillet interne de la membrane comme on le pensait auparavant. Le complexe qui se forme
à l’intérieur du cytoplasme est en outre transporté vers la membrane de la cellule hôte dans
laquelle les deux autres glycoprotéines d’enveloppe externes, la fusion (F) et l’hémagglutinine
(H), sont insérées. La protéine d’hémagglutinine, longue de 609 aa, est une protéine glycosylée
qui permet la fixation du virus au récepteur de la cellule hôte. La seconde protéine glycosylée
est la protéine de fusion F. Composée de 546 aa, elle est responsable de la fusion entre les
membranes du virus et de la cellule hôte. Cette activité n’est acquise qu’à la suite d’un proces-
12
2.1. Généralités sur la Peste des petits ruminants
sus de maturation qui aboutit au clivage de F en deux sous-unités F1 et F2. Ce clivage, effectué
par une protéase cellulaire, permet de libérer à l’extrémité de F1 un peptide très hydrophobe
dit peptide de fusion [104].
Le génome viral code également pour deux protéines non structurales C et V qui ne sont
retrouvées que dans les cellules infectées. Leur synthèse est dirigée par le gène de la protéine P.
Au cours de la multiplication virale, le gène correspondant à cette protéine est transcrit en
deux ARNm. Le premier est une copie exacte du gène. Il est traduit en P (507 aa) à partir du
premier codon d’initiation AUG rencontré par les ribosomes de la cellule infectée. Cependant
il existe un deuxième codon AUG en aval du premier, en position 23 sur l’ARN, et qui se trouve
dans des conditions favorables pour jouer une fonction de codon d’initiation. Il permet la
synthèse d’une deuxième protéine C (177 aa) plus petite que P.
Le second ARNm du gène P n’est pas une copie exacte du gène car il comporte une base G
supplémentaire insérée dans l’ARN au cours de sa synthèse par un mécanisme de bégaiement
de la polymérase connu sous le terme « editing ». L’addition de cette base supplémentaire est
faite à un point précis de l’ARNm, en position 693. La conséquence de cette insertion est le
changement du cadre de lecture de l’ARNm à partir de cette position, générant un nouveau
codon stop à la position 894 : ce processus entraîne la synthèse d’une protéine plus courte, la
protéine V (298 aa). La protéine C a un rôle dans la transcription et la V, dans la réplication du
génome viral. Ces deux protéines interfèrent également avec l’immunité innée en bloquant la
réponse interféron (Tableau 2.3) [104].
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TABLE 2.3 – Récapitulatif des différentes protéines du virus de la peste des petits ruminants et






• Interactions avec ARN et ARN Polymérase lors de la transcrip-




• Interactions N-N pour auto-assemblage autour de l’ARN gé-
nomique lors de la réplication et la formation de la nucléocap-
side
• Interactions avec P et le complexe P-L
• Interactions avec M lors du bourgeonnement qui suit l’assem-
blage des éléments de la ribonucléoprotéine
• Rôle dans la régulation cellulaire de la protéine du choc ther-
mique Hsp72 et du facteur 3 de l’interféron
• Rôle dans régulation du récepteur de la nucléoprotéine
P 507
• Rôle dans la transcription (partie C term) et la réplication
(partie N term)
[20]
• Positionne la protéine L sur la matrice N-ARN
• Chaperonne la nouvelle protéine N et oriente la nucléopro-
téine N libre dans la formation de RNP
C 177
• Rôle dans la virulence [20, 27]
• Implication dans le contrôle de la réponse innée de l’hôte par
le blocage de la synthèse des interleukines interférons
V 298 • Implication dans la régulation de la synthèse de l’ARN viral [20]
• Facteur de virulence important interférant avec l’immunité
antivirale de l’hôte en inactivant l’interféron de type I et II
M 335 • Permet le contact entre les glycoprotéines F et H et la RNP [64, 10]
• Rôle dans la morphologie du virion
• Rôle primordial dans incorporation nucléocapside dans le
virion après initiation du bourgeonnement de la membrane
cellulaire
F 546
• Responsable de la fusion de la membrane virale avec celle de
l’hôte pour libérer la RNP dans le cytoplasme
[20, 102]
• Région C term, rôle dans l’ancrage de la protéine à la mem-
brane
H 609
• Permet attachement du virus aux récepteurs membranaires
cellulaires
• Région N term, sert d’ancrage transmembranaire par son do-




• Possède une activité neuraminidasique et hémagglutinante
• Rôle dans la fixation de l’ARN viral
L 2183 • Activité polymérase [10]
• Activité enzymatique kinase et ATPase
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2.1.5 Le cycle viral
Le cycle viral du PPRV dure 6 à 8 h dans des cellules en culture [79]. Ce cycle peut être
décomposé en trois grandes étapes (1) l’attachement, la pénétration, et la décapsidation qui
conduisent à l’internalisation du génome viral dans la cellule cible, (2) l’expression des gènes
et la réplication qui vont, respectivement, assurer la synthèse des protéines codées par le
génome viral et permettre la multiplication de ce génome, (3) l’assemblage et la sortie qui vont
mener à la production et la libération de particules virales infectieuses, capables de propager
l’infection à d’autres cellules (Figure 2.5).
L’attachement, la pénétration, et la décapsidation
La première interaction cellule hôte-agent pathogène (fixation) s’effectue par la liaison du
virus au récepteur (s) de cellules par l’intermédiaire de sa protéine H. A l’instar de MV et
CDV, les souches sauvages de PPRV utilisent deux récepteurs cellulaires naturels : le SLAM
pour ”signalling lymphocyte activation molécule” ou de la protéine CD150 et la Nectin-4. Les
paramyxovirus pénètrent dans la cellule hôte grâce à la fusion des membranes virales et de
la cellule hôte. Pendant cette fusion, les domaines HR1 et HR2 de la protéine F interagissent
entre eux pour mettre les membranes virales et cellulaires de l’hôte en proximité étroite [100].
L’expression des gènes et la réplication
Après la libération de la nucléocapside, la transcription virale commence dans le cytoplasme.
La protéine L fonctionne alors comme une ARN polymérase ARN-dépendante (RdRp) et initie
la transcription des ARNm dans le cytoplasme. Comme chez tous les paramyxovirus, la RdRp
se lie au promoteur de l’ARN génomique, le cadre de lecture ouvert (ORF) initie ensuite la
transcription d’une manière ” stop-start". La réplication virale nécessite une quantité de
protéines qui est régulée par un gradient d’ARNm transcrits pour chaque gène. Le gène
codant la protéine N qui est nécessaire en grande quantité, est situé plus près du promoteur
génomique GP et est par conséquent le plus abondamment transcrit (Figure 2.5). En revanche,
la protéine L se trouve la plus éloignée du GP et donc transcrit en plus faible quantité [109].
Assemblage et libération
Le processus d’assemblage et la libération des Morbillivirus, y compris PPRV est assez mal
connu. Comme chez tous les virus enveloppés, les Paramyxovirus forment des particules
virales lorsque tous les composants de structure du virus, y compris les glycoprotéines virales
et RNP virales sont assemblés dans les sites sélectionnés où les virions bourgeonnent, puis
pincent les membranes pour obtenir la libération de particules (Figure 2.5) ; ceci permet la
transmission de l’infection de la cellule infectée aux nouvelles cellules sensibles [79, 66].
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FIGURE 2.5 – Cycle de vie du PPRV. [79] (1). Attachement du virus aux récepteurs cellulaires
(SLAM/Nectin-4) par l’intermédiaire de sa protéine HN. (2). Fusion avec la membrane plas-
mique par l’intermédiaire des protéines F et HN (3). Sortie du génome viral dans le cytoplasme.
(4). Réplication du génome viral par la RdRp codé par le virus (5). Synthèse de l’ARNm par la
RdRp en mode «start-stop» (mécanisme de contrôle de la quantité de protéine produite). (6).
Synthèse de l’ARN de sens positif (ARN antigénomique ou ARN complémentaire, cRNA). (7).
Synthèse des protéines virales : des protéines F et H sont synthétisés sur réticulum endoplas-
mique rugueux (7A1) puis translocation à travers l’appareil de Golgi complexe (7A2), où des
modifications post-traductionnelles ont lieu. D’autres protéines virales (N, P, C, V, M, L) sont
synthétisées sur les ribosomes (7B). (8). Assemblée des virions fils. (9). Le bourgeonnement
des virions de la descendance à la membrane plasmique.
2.1.6 Signes cliniques – Pouvoir Pathogène
Signes cliniques
La PPR est classiquement une maladie respiratoire aiguë. Dans sa forme aiguë, la maladie
se manifeste 5 à 6 jours après infection par une dépression de l’animal probablement due
à la fièvre et par la perte de l’appétit. Rapidement les muqueuses oculaires et buccales se
congestionnent, puis les sécrétions oculaires et nasales d’aspect séreux deviennent purulentes.
L’abondance de pus qui colle les paupières et bloque les narines entraine une difficulté
respiratoire très marquée. L’animal atteint développe parfois une toux humide et productive.
Dans la cavité buccale, les foyers nécrotiques discrets, petits et grisâtres se développent sur
un fond rougeâtre. Quand la fièvre commence à baisser environ 4 à 5 jours après le début de
la maladie, des taches nécrotiques apparaissent, s’élargissent et forment de vastes plaques
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diphtériques. Ces lésions couvrent la cavité buccale de l’animal et produisent une odeur fétide.
Chez les femelles, les lésions peuvent également être observées sur la membrane de la vulve
et s’accompagnent d’avortement [2, 77, 78]. En plus des lésions nécrotiques, se développe
une diarrhée pouvant être dysentérique. La sévérité de cette diarrhée est corrélée dans de
nombreux cas à l’évolution clinique de la maladie. Dans 70 à 80% des cas, les animaux meurent
dans les 10 à 12 jours après l’apparition de la maladie. Les animaux qui survivent seront guéris
en une semaine tandis que 100% des animaux atteints de forme suraiguë meurent (Figure 2.6).
Sur le plan lésionnel, la forme aiguë de PPR se caractérise par des érosions hémorragiques
et nécrotiques dans la bouche, un exsudat mousseux dans la trachée, une congestion des
voies respiratoires et digestives. Le poumon présente une bronchopneumonie fibrineuse, en
particulier dans les lobes cardiaques et apicaux. Les ganglions lymphatiques mésentériques
peuvent être hypertrophiés et congestionnés. Des lésions hémorragiques linéaires sont vues
dans la caillette, le caecum, le côlon et le long des plis du rectum [9, 29, 65, 118]. Des zébrures
caractéristiques peuvent être observées dans le rectum. La rate est congestionnée. Les gan-
glions lymphatiques sont également congestionnés, œdémateux et légèrement hypertrophiés.
Le foie est parfois nécrosé. Des lésions congestives et même nécrotiques sont parfois observées
au niveau des reins. L’examen histopathologique révèle des inclusions intracytoplasmiques
et intranucléaires virales ainsi que la présence de granules éosinophiles dans les cellules des
différents tissus (poumon, la muqueuse buccale, des reins et de l’épithélium de l’intestin),
qui peuvent fusionner pour former des syncytia. Le PPRV a été identifié également dans le
cerveau, même si aucun des troubles neurologiques observé dans le cas de la rougeole ou la
maladie de Carré n’a encore été associé à ce virus chez les petits ruminants [163].
FIGURE 2.6 – Symptômes de la peste des petits ruminants. (Photo H. Salami)
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2.1.7 Pathogénie
Peu d’études sur la pathogenèse de la PPR ont été entreprises à ce jour. La plupart des connais-
sances actuelles découlent principalement des résultats des études sur des virus étroitement
liés au PPRV (exemple : RPV, MV et CDV). La principale voie d’infection du PPRV est respira-
toire comme chez les autres Morbillivirus. Dans le cas de MV, le principal récepteur cellulaire
est la molécule d’activation de signalisation lymphocytaire (SLAM aussi appelé CD150) expri-
mée à la surface des lymphocytes. Cela reflète le fort tropisme lymphoïde du virus et a permis
de mieux comprendre le modèle d’infection de l’hôte par MV [159, 170, 19, 125, 101, 140]. Ces
nouvelles études suggèrent fortement que MV pénètre dans l’hôte au niveau alvéolaire par les
macrophages et infecte les cellules dendritiques qui vont par la suite disséminer le virus dans
le tissu lymphoïde associée aux muqueuses (bronchus-associated lymphoid tissue, BALT)
et dans les ganglions lymphatiques trachéo-bronchiques. Cette infection se traduit par une
amplification locale du virus et sa dissémination systémique subséquente via les lymphocytes
infectés [89].
Un autre récepteur cellulaire, le CD46 exprimé de façon ubiquitaire dans toutes les cellules
nucléées humaines, a été découvert dans les années 90. Sa fonction principale est l’inhibition
de l’activation du complément et récepteur des souches atténuées de MV [113, 49]. Les Mor-
billivirus sont également épithéliotropes puisqu’on les retrouve dans différents tissus non
lymphoïdes de l’hôte tels que le poumon, le rein, le cœur et le cerveau. Tous ces virus utilisent
par ailleurs un récepteur alternatif présent à la surface des cellules épithéliales pour se dissé-
miner à l’ensemble de l’hôte. Cet autre récepteur cellulaire la protéine Nectin-4 a été identifié
chez MV en 2011, [108, 116]. Les deux récepteurs que sont le SLAM et la Nectin-4 semblent
être impliqués dans la formation de syncytia et la dissémination du virus d’une cellule à l’autre
sans libération [117]. L’animal infecté par le PPRV, s’il survit, développe une immunité à vie
contre la maladie, cependant l’infection s’accompagne d’une immunosuppression transitoire
et profonde de l’hôte, communes à toutes les infections virulentes à Morbillivirus favorisant
les surinfections bactériennes [71, 130, 142].
Les vaccins conservent encore des effets immunosuppresseurs résiduels et transitoires. Dans
le cas de RPV, il a été montré que le degré de la lymphopénie est corrélé à la virulence du virus
et de la gravité de la maladie qu’il provoque [132, 167]. Ces effets immunosuppresseurs ne
résultent pas uniquement de la destruction des cellules lymphoïdes au cours de la réplication
virale, mais il semble qu’ils soient aussi dus aux protéines virales elles-mêmes. En effet, comme
c’est le cas pour le MV, la co-expression à la fois de la F et de la H de RPV est suffisante
pour induire une immunosuppression in vitro [68, 141]. Il a également été démontré que la
protéine N de MV, PPRV et RPV se lient à un récepteur de la cellule et cette liaison peut inhiber
spontanément (1) la prolifération cellulaire en arrêtant les cellules dans les phases G0 / G1 du
cycle cellulaire [84] et (2) les facteurs impliqués dans les réactions inflammatoires de l’hôte
[75, 74, 156]. L’apoptose des cellules a été notée chez des caprins infectés par le PPRV [106]. De
nombreuses protéines virales contribuent au dérèglement de la réponse immunitaire de l’hôte.
Outre les protéines H, F et N mentionnées ci-dessus, les deux protéines non structurales, C et
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V, inhibent l’action de l’interféron [112, 119, 146].
2.1.8 Diagnostic
Pendant longtemps la PPR a été négligée au profit de nombreuses maladies aux symptômes
similaires telles que la RP et la pasteurellose et dans bien des cas de suspicion de PPR, l’in-
fection est due à Pasteurella. Devant la nécessité d’un diagnostic différentiel, le diagnostic
clinique de la PPR doit être confirmé par des tests de laboratoire.
Diagnostic immunologique
Les techniques de détection des anticorps Elles sont détaillées dans le "Manuel des tests de
diagnostic et des vaccins pour les animaux terrestres de l’OIE", où le test sérologique prescrit
pour les échanges internationaux et commerciaux est le test de neutralisation virale (VNT)
[98, 136]. Toutefois, la VNT est remplacée au profit de la technique ELISA mieux adaptée à
l’analyse d’un grand nombre d’échantillons. Les c-ELISA sont les plus largement utilisés et
sont basés sur le principe de compétition avec un anticorps monoclonal (Mab) anti-N [93]
ou anti-H [8]. Ces deux tests sont disponibles dans le commerce. Toutefois, d’autres tests
ELISA, c-ELISA [153] ou ELISA indirect [13], ont été développés. Tous ces tests permettent
de déterminer le statut sérologique pour PPR des espèces sensibles ou susceptibles de faire
une séroconversion, mais ne permettent pas de faire la distinction entre animaux vaccinés et
animaux infectés.
Les techniques de détection de l’antigène. Plusieurs outils ont été développés, permettant
la détection directe du PPRV dans les échantillons de tissus ou d’écouvillons avec une bonne
spécificité et une sensibilité élevée. Un des premiers tests développés à partir de Mabs spéci-
fiques est l’immunocapture ELISA [91], une méthode de choix et une alternative à l’isolement
du virus. En outre, la mise en œuvre rapide de ce test, combinée à sa simplicité, a permis
son utilisation en routine dans les pays avec un minimum d’infrastructure. Il est basé sur la
détection de la protéine N qui est la plus abondante ; sa limite de détection est comparable à
celle des techniques de diagnostic moléculaire actuelles (par exemple 100 TCID50). Un test
similaire a été développé plus récemment [153]. Un autre test reposant sur le principe de
l’immunochromatographie a été développé pour la détection d’antigène du PPRV dans les
prélèvements oculaires et est utilisable au pied de l’animal [28]. Un test d’hémagglutination
utilisant les globules rouges de poulet a également été développé [55].
Diagnostic moléculaire
Une reverse transcription associée à une réaction de polymérisation en chaîne (RT-PCR)
pour amplifier l’acide nucléique PPRV a été développée dans le milieu les années 90. Elle
demeure un outil important de diagnostic pour identifier avec certitude le virus et effectuer
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la caractérisation phylogénétique des isolats. Les gènes N et F sont utilisés comme cibles
de la RT-PCR conventionnelle [36, 56]. La RT-PCR est également applicable directement aux
échantillons prélevés sur un papier filtre et stockées en l’absence d’une chaîne de froid [103].
Les protocoles pour la RT-PCR quantitative (qRT-PCR) pour le diagnostic de la peste des petits
ruminants ont été largement publiés [16, 22, 82]. La PCR LAMP (Loop-mediated isothermal
amplification) a également été mise au point pour l’identification du PPRV [90], technique qui
peut être appliquée sur le terrain.
Isolement du virus
Même si le diagnostic de la maladie a été considérablement amélioré avec le développement de
l’ELISA et les technologies de détection des acides nucléiques, l’isolement de l’agent doit rester
primordial et être mis en œuvre dès que possible. Pour l’isolement du PPRV, les échantillons
devraient idéalement être prélevés pendant la phase précoce de la maladie (c’est à dire la phase
prodromale ou phases érosive) ou sur des carcasses fraîches. Les échantillons pathologiques
les plus appropriés pour l’isolement du PPRV sont les écouvillons nasaux et oculaires, les
poumons et les ganglions lymphatiques, mais d’autres tissus tels que l’intestin ou les globules
blancs peuvent également être utilisés. Les explants primaires et secondaires de cellules de
rein de mouton ou de veau ont été utilisés pendant de nombreuses années pour l’isolement
du PPRV [87]. Par la suite, des lignées cellulaires, faciles à maintenir en culture et exemptes
des inconvénients liés à la disponibilité et la qualité des cellules primaires ont ensuite été
utilisées. Les lignées de rein de singe vert africain (Vero) sont les plus couramment utilisées
pour l’isolement du PPRV [65, 87]. Cependant, plusieurs passages à l’aveugle sont nécessaires
avant l’apparition d’effets cytopathiques [139]. Pour améliorer l’efficacité de l’isolement du
virus, une lignée de cellules de singe exprimant le récepteur du PPRV a été développée[5]). Avec
cette lignée cellulaire modifiée, le PPRV peut maintenant être isolé en moins d’une semaine.
2.1.9 Epidémiologie – Hôtes – Transmission
La PPR est une maladie contagieuse, se propageant rapidement. Les moutons et les chèvres
sont les principaux hôtes de PPRV ainsi que les espèces de petits ruminants sauvages [15].
La transmission de PPRV de chèvres infectées aux bovins a été récemment rapportée [88].
De même la détection de l’antigène PPRV chez le lion [11] ainsi que des signes cliniques
aiguës chez les dromadaires ont été signalés [76]. Le potentiel adaptatif du PPRV catalysé par
l’éradication de la peste bovine pourrait favoriser l’émergence de nouveaux hôtes, notamment
une émergence potentielle chez le bovin [88, 40, 11] (Figure2.7).
Les sources de contamination sont les différentes excrétions des animaux malades, les sécré-
tions nasales et oculaires, la salive, les matières fécales et l’urine [1, 61]. Les animaux infectés
peuvent excréter le virus au moins 3 jours avant le début de la maladie [35]. Comme le PPRV
est un virus très fragile, étant rapidement inactivé à température tropicale par les UV solaires
et par la dessiccation, la transmission requiert un contact étroit entre l’animal infecté et naïf.
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FIGURE 2.7 – Cycle épidémiologique PPR. Le circuit de contagion se déroule au sein des
populations d’ovins et de caprins. Les bovins, les cervidés et les dromadaires constitueraient
un cul-de-sac épidémiologique pour la PPR. La faune sauvage pourrait jouer un rôle dans la
transmission du virus aux animaux domestiques
Les conditions sont idéalement réunies sur les marchés d’animaux vivants où des animaux
apparemment sains (mais qui en fait excrètent le virus) sont sources de contamination et
de diffusion de la maladie. C’est pourquoi dans les pays endémiques musulmans, des pics
de foyers de PPR sont enregistrés juste après la fête religieuse de l’Aïd au cours de laquelle
le commerce du mouton augmente de façon spectaculaire. En Afrique subsaharienne, une
autre période à haute fréquence de foyers de PPR est la saison froide (Décembre-Février), en
raison d’une meilleure conservation du virus dans des conditions d’hivernage et peut être de
la tendance qu’ont les animaux à se blottir les uns aux autres pour garder leur chaleur [3, 86].
Dans les pays endémiques, les foyers de PPR dans une même zone se produisent par cycles
de trois ans. Cela est dû au fait que les animaux qui guérissent de la PPR sont protégés à vie
et que le virus ne peut se maintenir dans les populations de petits ruminants qu’à travers
de nouveaux hôtes sensibles (nouveau-nés, animaux naïfs des troupeaux transhumants et
des animaux nouvellement achetés). Prenant en considération le fait que le renouvellement
des troupeaux de petits ruminants est de 100% tous les 3 ans, une population sensible à la
transmission du virus est régénérée après 2-3 ans.
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2.1.10 Moyens de lutte
Prophylaxie Sanitaire
La peste des petits ruminants est une maladie de la liste du code sanitaire pour les animaux
terrestres de l’OIE, et les pays sont tenus de déclarer la maladie auprès de l’OIE selon les
conditions énoncées dans ce code. Les mesures de prophylaxie sanitaire sont indiquées dans
le chapitre 7.6 du code. Ces mesures concernent aussi bien les pays indemnes que les pays
infectés par la PPR.
Lorsque la maladie apparaît dans une zone antérieurement indemne avec des flambées
épizootiques, une identification rapide du virus doit être réalisée, les animaux malades et
ceux en contact doivent être abattus en prenant en compte des contraintes liées au bien-être
animal, et leurs carcasses doivent être brûlées ou enterrées. Des quarantaines strictes et les
contrôles des mouvements animaux doivent être appliqués. La désinfection peut se faire
par des agents chimiques de pH<4 ou >11 dans les zones contaminées, et le nettoyage des
vêtements et de tous les équipements de la ferme par des détergents dont la plupart sont actifs
sur PPRV. Une vaccination péri-focale stratégique des animaux à haut risque peut être mise en
place ainsi qu’un suivi des animaux sauvages et en captivité.
Lorsque la maladie réapparaît dans une zone endémique, le moyen de contrôle le plus cou-
ramment utilisé est la vaccination d’urgence. Les ovins et caprins vaccinés avec une souche
atténuée de PPR ou rétablis de la PPR développent une immunité à vie contre la maladie. Un
suivi des animaux sauvages et en captivité doit être mis en place afin d’éviter le contact avec
les moutons et les chèvres domestiques. La vaccination préventive des espèces zoologiques
peut être envisagée. Dans tous les cas, les animaux exposés ou infectés doivent être abattus et
les carcasses doivent être brûlées ou enterrées profondément.
Prophylaxie médicale
La Vaccination En raison de son importance épidémiologique et économique dans de nom-
breux pays, la PPR, est devenue après la peste bovine, une des priorités pour les organisations
internationales comme la FAO, et l’OIE en termes de contrôle et d’éradication. Des vaccins
homologues PPR très efficaces ont été développés et sont désormais produits, pour ce qui est
de l’Afrique, par 12 laboratoires producteurs de vaccins [43, 45, 144]. De nouveaux vaccins
sont en développement, essentiellement pour répondre à la question de la thermostabilité en
conditions tropicales et à la question du marquage antigénique du vaccin pour différencier
animaux infectés des animaux vaccinés (vaccins DIVA). Ainsi, pour produire un vaccin recom-
binant thermostable protégeant à la fois contre la PPR et la variole caprine , deux maladies
d’importances économiques et ayant les mêmes répartitions géographiques, les gènes des
protéines F et H de PPRV ont été insérés dans le génome du virus capripox [23, 32]. Même
s’il n’est pas encore validé pour une utilisation sur le terrain, ce vaccin capripox recombinant
peut être considéré comme efficace, thermostable et DIVA puisque les tests de criblage sérolo-
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giques peuvent se baser sur la détection d’anticorps anti-N. Ce type de vaccin est de nature
à améliorer l’efficacité des programmes de contrôle de la PPR et notamment à en réduire la
durée et donc les coûts pour parvenir à l’éradication.
2.2 Répartition géographique
L’ensemble des souches de PPRV identifiées par différents laboratoires se répartissent en
quatre lignées phylogénétiques nommées de I à IV selon des données de séquences provenant
des gènes de la nucléoprotéine N [83] ou de la protéine de fusion F [41]. La carte phylogéo-
graphique (Figure 2.8) est dérivée de la séquence génique partielle N des différents isolats
caractérisés à ce jour. La lignée I est le groupe de souches de virus retrouvé en Afrique de
l’Ouest où la maladie a été identifiée pour la première fois (Côte d’Ivoire) et également où le
premier isolement du virus a été réalisé (Sénégal). La lignée II est formée par un groupe de
virus qui ont été initialement identifiés au Nigeria. La lignée III, qui a été identifiée pour la
première fois en Afrique de l’Est, est partagée entre l’Afrique et le Moyen-Orient des deux côtés
de la mer Rouge. La lignée IV est une lignée habituellement retrouvée en Asie. Elle couvre
une grande surface de la Turquie à l’Asie du Sud en passant par la péninsule arabique. Les
échantillons biologiques soumis aux laboratoires de référence, montrent que les récentes
émergences du PPRV sont accompagnées par de profonds changements dans la répartition
initiale des génotypes viraux. Cela justifie de la nécessité d’une mise à jour constante des
données virales grâce à des enquêtes épidémiologiques systématiques. Pour exemple, dans
une période de temps étonnamment courte, la lignée IV est devenue la lignée prédominante
de la région centrale du continent africain, présente du Soudan au Golf de Guinée jusqu’à la
mer Méditerranée [80]. Un tel scénario invasif est également observé dans l’ouest africain, Sé-
négal et Mauritanie, mais impliquant cette fois la lignée II en provenance de l’Afrique centrale,
notamment du Nigéria où elle fut détectée pour la première fois où elle est longtemps restée
centrée. Cette lignée semble remplacer ou coexister avec la lignée I du virus qui était la seule
détectée jusque-là dans cette région, du Sénégal à la Côte d’Ivoire.
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FIGURE 2.8 – Distribution mondiale des quatre lignées du virus de la peste des petits ruminants
(PPRV). Les pays déclarant au moins une lignée de PPRV sont colorés selon les lignées identi-
fiées. La couleur de fond et de barres de couleur représentent les dernières lignées recensées
dans le pays. Adapté de Albina et al., 2013 [7]
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2.3 Filière petits ruminants en Afrique de l’Ouest
L’élevage joue un rôle central dans l’économie des pays ouest-africains avec une contribution
au PIB agricole allant parfois jusqu’à 44%. Avec plus de 60 millions de têtes de bovins et
225 millions de petits ruminants, l’Afrique de l’Ouest s’illustre comme une région d’élevage
importante [72].
Au Sénégal, la population ovine est constituée de diverses races qui semblent résistantes à la
PPR. Les races majoritaires sont les « Peul-peul, Warale et Touabire » présentes dans toute la
zone sahélienne et sahélo-soudanaise, dans le centre et le nord du pays. Le Djallonké est une
race trypanotolérante qui peuple en grande partie le Sud et l’Est du Sénégal [124]. Deux races
constituent la population caprine, la chèvre du Sahel et la chèvre du Fouta Djallon (Djallonké
ou encore chèvre naine). Toutes les deux sont sensibles à la PPR mais l’on note une sensibilité
très marquée chez la chèvre naine [47]. Dans chaque espèce de petits ruminants il existe un
métissage important qui se fait de façon anarchique [114].
Deux principaux systèmes d’élevage coexistent au Sénégal, l’élevage à dominante pastorale
et l’élevage agropastoral. L’élevage pastoral ou sylvo-pastoral est caractérisé par son mode
extensif, il est localisé dans la zone sahélienne, notamment le Ferlo [127], cette zone caracté-
risée par une faible pluviosité, une brièveté de la saison des pluies, et une profondeur de la
nappe phréatique rendant difficile l’agriculture sous pluie et les installations permanentes. Les
éleveurs de l’ethnie Peulh, majoritaires dans cette région vivent en campements dispersés et
pratiquent souvent la transhumance pour optimiser la mise en valeur d’espaces arides. Cette
transhumance nationale va consister en une migration saisonnière comprenant deux phases.
La saison des pluies où les troupeaux et leurs bergers se dispersent dans le Ferlo grâce à la mul-
tiplication des points d’eau temporaires qui leur permettent d’exploiter les pâturages les plus
reculés. La saison sèche, où au contraire, pasteurs et troupeaux se regroupent progressivement
autour des forages, puis se replient sur la périphérie du Ferlo, soit en direction de la vallée du
Sénégal, soit vers l’ouest et le sud où le Bassin arachidier leur offre les pâturages des jachères,
les puits des villages et surtout les débouchés vers les marchés ruraux et hebdomadaires.
Il existe toute fois une importante mobilité pastorale transfrontalière au Ferlo en provenance
de la Mauritanie et du Mali voisins. Le développement de cette transhumance est à l’origine
de nombreux conflits interétatiques, à cause d’une part de la surcharge des pâturages qu’elle
entraine et d’autre part du non respect des mesures sanitaires conclues dans les accords
bilatéraux entre le Sénégal et ses voisins [155].
La deuxième forme d’élevage est qualifiée d’élevage ”agropastoral” caractérisée par L’asso-
ciation des activités d’agriculture et d’élevage au sein des mêmes unités de production. En
fonction de la pluviométrie locale et des pratiques agricoles, ces systèmes peuvent être scin-
dés en trois groupes ; les systèmes agro-pastoraux Nord sahéliens à pastoralisme dominant
localisés dans la zone fleuve (haute et moyenne vallée) et dans la zone sylvo-pastorale ; les
systèmes agro-pastoraux sahéliens à agriculture sèche localisés dans la zone des Niayes et
du Centre Nord Bassin Arachidier et agro-pastoraux sahéliens à agriculture humide (Centre
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Sud Bassin Arachidier) ; et enfin les systèmes agro-pastoraux soudaniens localisés concernent
les zones du Sénégal Oriental/Haute Casamance, Basse et Moyenne Casamance [46]. Outres
ces deux systèmes, il existe aussi un élevage ”ovin villageois et urbain” et un élevage dit ”de
chèvres en divagation”.
”L’élevage ovin villageois et urbain” représente une composante très importante. Dans la capi-
tale du Sénégal et ses environs, les effectifs de petits ruminants étaient estimés à 295 500 têtes
en 2005 selon les rapports de la direction de l’élevage (DIREL) [30]. Dans les différents quartiers
de Dakar les ovins représentaient près de 45% des concessions en 1995 [105]. ”L’élevage de
chèvres en divagation” est un système très rudimentaire, où les chèvres ne reçoivent pas de
compléments alimentaires en saison sèche ni de soins sanitaires, et ne bénéficient parfois pas
d’infrastructure adéquate.
Les circuits nationaux de commercialisation des petits ruminants convergent généralement
vers la capitale Dakar. Le marché de Dahra joue un rôle de collecteur des petits ruminants
provenant des bassins de production Nord du pays et les redistribue vers d’autres marchés im-
portants de consommation comme Saint-Louis, Touba, Kaolack ou encore Thiès. Les animaux
du Sud et de l’Est du pays sont acheminés à Dakar via la route nationale 1 et le chemin de fer
[30] (Figure 2.9).
FIGURE 2.9 – Flux et marchés de l’élevage au Sénégal [30]
Les circuits régionaux de commercialisation de bovins et de petits ruminants sont identiques
en Afrique de l’ouest et du centre. La géographie des flux animaux est corrélée aux gradients
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écologiques et au niveau de développement des pays. Les régions chaudes approvisionnent
les zones de plantations forestières plus riches en suivant une direction dominante Nord /
Sud intérieur/ littoral [96]. Dans le sous espace ouest africain, le Mali constitue le principal
pourvoyeur de ce marché en animaux sur pied, même si on note des transactions de petits
ruminants, notamment des ovins entre la Mauritanie et le Sénégal (Figure 2.10).
FIGURE 2.10 – Cartographie des circuits régionaux de commercialisation [63]
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2.4 Epidémiosurveillance et contrôle de la PPR en Afrique de l’Ouest
2.4.1 Surveillance épidémiologique en Afrique de l’Ouest
Pour faire face au risque de prolifération des maladies animales transfrontalières au sein des
communautés économiques africaines, le programme panafricain de contrôle des épizoo-
ties (PACE) a participé à la mise en place des réseaux d’épidémiosurveillance des maladies
animales dans 30 pays [121]. Avec la fin des activités du PACE, les réseaux nationaux d’épidé-
miosurveillance en Afrique de l’Ouest et du Centre ont perdu un soutien technique et financier
d’importance. Sous l’égide de l’unité régionale de la FAO ECTAD à Bamako, deux réseaux
ont vu le jour. Le réseau régional réunissant les réseaux nationaux nommé « RESEPI », avec
pour objectifs d’harmoniser les mesures prises au niveau national et de surveiller les maladies
animales au niveau régional. Le RESEPI servirait de tribune d’échanges d’informations entre
pays limitrophes et contribuerait à la mise en place de programmes régionaux de lutte et de
contrôle des maladies prioritaires. Le réseau régional des laboratoires vétérinaires de diagnos-
tic (RESOLAB) a pour but de soutenir les activités de surveillance et de vigilance, et de renforcer
la relation entre laboratoires de diagnostic et réseaux d’épidémiosurveillance. La peste des
petits ruminants fait partie des maladies animales transfrontalières les plus surveillées en
Afrique subsaharienne. Elle est classée prioritaire par tous les réseaux de surveillance et de
diagnostic vétérinaire en Afrique (Tableau 2.4).
TABLE 2.4 – Réseaux d’épidémiosurveillance et de maladies surveillées en Afrique de l’Ouest et
du Centre [121]
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2.4.2 Contrôle de la PPR en Afrique de l’Ouest
Après l’éradication mondiale de la peste bovine, les organisations internationales ont mobilisé
des ressources pour le contrôle progressif de la peste des petits ruminants (PPR) et d’autres
maladies animales transfrontières (MAT). Le Bureau interafricain des ressources animales
UA-BIRA, le Centre panafricain de vaccins vétérinaires (PANVAC) de l’Union africaine, l’Organi-
sation pour l’alimentation et l’agriculture (FAO), l’Organisation mondiale de la santé animale
(OIE) et l’Institut international de recherche sur l’élevage (ILRI), ont organisé des campagnes
de vaccination de masse contre la PPR dans 15 pays (Côte d’Ivoire, Ethiopie, Gambie, Guinée
Bissau, Guinée Conakry, Kenya, Liberia, Mali, Mauritanie, Niger, Sénégal, Sierra Leone, Soma-
lie, Tanzanie et Ouganda). Ces campagnes furent financées par les projets ”Vaccins pour le
contrôle des Maladies Animales Négligées en Afrique (VACNADA)” et ”Intervention d’urgence
en faveur de l’élevage pour atténuer la crise alimentaire en Somalie (LEISOM)”. Près de 20,3
millions d’ovins et caprins ont été vaccinés à cette occasion.
Laboratoires de production de vaccins Compte tenu de l’énorme défi lié à la distribution
du vaccin PPR pour l’éradication mondiale de la maladie qui est présente dans la majorité des
pays, l’assurance de l’efficacité du vaccin au moment de son utilisation sera critique. Dans la
perspective de poursuivre les efforts de contrôle de la maladie sur le continent et contribuer
à leur durabilité, les capacités des laboratoires ont été considérablement améliorées pour
la production et la livraison du vaccin contre la PPR. En Afrique, le vaccin PPR est produit
par un réseau de 12 laboratoires (Figure 2.11) du secteur public et privé. Soutenus par l’UA-
PANVAC, une harmonisation du système d’assurance qualité telle que recommandée par la
10e conférence des ministres responsables des ressources animales (Entebbe) en mai 2010, est
en cours [164].
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FIGURE 2.11 – Cartographie des labobatoires producteurs de vaccins PPR en Afrique. Par ordre
alphabétique : (1) Botswana Vaccine Institute (2) Laboratoire national vétérinaire, Cameroun
(3) Institut de recherches et Elevage pour le développement, Tchad (4) Vaccine and serum
research Institute, Egypte (5) National veterinary Institute, Ethiopie (6) Kenya Veterinary
Vaccines Production Institute, Kenya (7) Laboratoire central vétérinaire, Mali (8) National
Veterinary Research Institute, Nigéria (9) Direction des Laboratoires Vétérinaires, Niger (10)
Laboratoire National d’Elevage et de Recherches Vétérinaires, Sénégal (11) Business Deve-
lopment Officer, Afrique du Sud (12) Central Veterinary Research Laboratory, Soudan. [K.
Tounkara et G. Libeau, communications personnelles]
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2.4.3 Surveillance de la PPR au Sénégal
Depuis l’arrêt de la vaccination contre la peste bovine, le Sénégal a mis en place un réseau
d’épidémiosurveillance des maladies animales. Les systèmes de surveillance varient selon les
maladies. En ce qui concerne la PPR, il s’agit d’une surveillance passive se limitant à recueillir
les déclarations de suspicion des éleveurs aux services vétérinaires décentralisés. L’ossature du
réseau sénégalais est conforme aux recommandations de l’OIE. Toutefois ce réseau à l’instar
de la majorité des réseaux de surveillance en Afrique rencontre des problèmes d’animation
liés au manque de moyens financiers pour assurer le bon déroulement de leurs activités [138].
2.4.4 Contrôle de la PPR au Sénégal
La PPR est la maladie virale la plus meurtrière au Sénégal et depuis des décennies les rapports
annuels des services vétérinaires montrent son allure saisonnière et son caractère endémique.
Des campagnes de vaccination annuelles et régulières sont organisées par l’Etat et exécutées
par la direction des services vétérinaires (DSV). Cependant leur efficacité est très limitée (at-
teint rarement 20% des effectifs estimés). Les difficultés se situent à plusieurs niveaux, nombre
de doses insuffisantes, manque de coordination des campagnes, réticence des éleveurs à faire
vacciner leur troupeau, etc. [138].
2.5 Etat des connaissances sur l’évolution du génome des virus à
ARN
Les virus à ARN constituent de bons modèles pour les approches d’épidémiologie moléculaire
car ils sont caractérisés par une petite taille génomique allant de 2 kb à 1,2 Mb [131] et par
un taux de mutations relativement élevé compris entre 10-3 et 10-5 mutations par site et par
réplication. Ces virus avec une vitesse d’évolution estimée entre 10-2 et 10-5 substitution par
site et par année [51] ont la possibilité de s’adapter facilement aux changements environne-
mentaux et cette grande adaptabilité est souvent à l’origine de l’émergence ou la réémergence
de maladies infectieuses dues aux virus à ARN. Ainsi, les Coronavirus et les Influenza virus
ont récemment été au cœur de l’actualité avec le syndrome respiratoire aigu sévère (SRAS), la
diarrhée épidémique porcine et l’Influenza (grippe) aviaire (AIV) H5N1 hautement pathogène
ou encore le nouveau variant H1N1 pandémique.
Les études sur l’évolution moléculaire des virus ont bénéficié de trois développements ma-
jeurs : l’augmentation du nombre et de la qualité des séquences virales, l’augmentation de la
capacité des outils informatiques et le développement de méthodes de reconstruction phylo-
génétique basée sur des modèles d’évolution plus sophistiqués et des analyses statistiques
modernes renforçant la confiance dans les hypothèses et les résultats générés. Les méthodes
de reconstruction phylogénétique basée sur des séquences hétérochrones permettent de cali-
brer une horloge moléculaire et définissent ainsi une relation entre les distances génétiques et
le temps [129]. Ces méthodes peuvent permettre d’estimer la vitesse d’évolution virale ainsi
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que l’âge de l’ancêtre commun le plus récent. La datation de l’ancêtre commun le plus récent
permet d’établir l’origine des virus nouvellement apparu dans une région donnée. Ainsi la
résolution de la phylogénie des rétrovirus de primates a établi que l’origine du HIV-1 est le SIV
présent chez les chimpanzés (SIVcpz), tandis que celle du HIV-2 est le SIVsmm du mangabey
enfumé (Cercocebus atys) en Afrique de l’Ouest [150]).
La phylogéographie constitue une approche simple prenant en compte les données génétiques
et géographiques et cherchant l’historique des évènements de migration compatibles avec
la phylogénie observée selon le principe de parcimonie [129]. Cette méthode a été utilisée
dans la reconstruction de la dynamique d’invasion des virus de la rage aux USA. La vitesse de
propagation du virus a été calculée à partir de la corrélation entre les distances spatiales et
temporelles [24].
Cependant, chez les Paramyxovirus peu de travaux ont été réalisés pour déterminer comment
leurs dynamiques épidémiologiques s’accordent aux modèles phylogénétiques déduits des
données de séquences. Des études réalisées sur 3 paramyxovirus, le virus de la maladie
de Carré (CDV), le virus des oreillons et celui de la rougeole (MV) ont estimé un taux de
changement évolutif compris entre 6,6 et 11,4 x 10-4 substitutions par site et par an. La diversité
de MV se serait développée chez l’homme dans les 70 dernières années, un épisode assez
récent [128].
L’évolution des paramyxovirus n’est pas encore bien résolue, les dernières études phylogé-
nétiques ayant révélé des évolutions contradictoires entre gènes. Ces études ont utilisé des
méthodes et des jeux de données variables pour tenter de résoudre les relations évolutives
ambiguës au sein de la famille et ensuite examiner les causes de variation de ces signaux
phylogénétiques mais sans pour autant résoudre la phylogénie des virus de la famille [99].
Chez les Morbillivirus, la relation phylogénétique entre les différents groupes a été établie par
Barrett et al, 1993 [21]. Alors qu’on pensait que les deux morbillivirus de ruminants seraient
relativement les plus proches génétiquement, la réalité moléculaire relate plutôt une parenté
génétique plus étroite entre RPV et MV. Aussi, pour faire la lumière sur l’histoire évolutive des
Morbillivirus, les approches de coalescence bayésiennes ont été utilisées pour situer la date de
spéciation phylogénétique ayant eu lieu entre les virus ancestraux de MV et de RPV. Celle-ci
est estimée autour des 11ème - 12ème siècles [128, 58]. L’archaevirus capable alors d’infecter
à la fois l’homme et le bétail devait être responsable de la première peste bovine ou plutôt de
la première rougeole [58].
Ces approches ouvrent ainsi de nouvelles perspectives sur les études d’évolution des PPRV
[110, 122]. Ainsi, la diversité génétique actuellement observée entre les 4 lignées de PPR est
une histoire très contemporaine datant de la moitié du 19ème siècle. En outre, ces études
suggèrent que la lignée III actuellement présente en Afrique orientale et dans le sud de la
péninsule arabique est peut-être la lignée virale la plus ancienne. Les analyses réalisées par ces
auteurs s’appuient sur des séquences du gène N, qui sont les plus abondantes dans GenBank.
32
2.5. Etat des connaissances sur l’évolution du génome des virus à ARN
Ce gène s’est révélé jusqu’ici être un bon marqueur phylogénétique car porteur de petites
séquences variables appropriées. L’analyse phylogénétique des autres gènes de protéines de
PPRV, notamment la protéine de la matrice M, la protéine de fusion F, l’hémagglutinine H [12]
et la grande protéine L permettent d’observer également une ramification en quatre lignées.
Ceci démontre à priori une vitesse d’évolution comparable entre ces gènes.
Cependant, il a été montré récemment chez les Mononegavirales que le niveau d’expression
du gène, et, par extension, la position dans le génome de chacun des gènes, est un facteur
déterminant de l’évolution des protéines. En effet l’évolution sur chaque gène ainsi que
l’incidence de la réponse de l’hôte sont liées à l’abondance relative des ARNm [123]. Par
ailleurs chez ces virus, il n’y a aucune preuve d’incidence de la recombinaison en tant que
facteur d’évolution dans la nature et in vitro.
Notre étude est basée sur l’analyse de l’évolution du gène N et du gène H ainsi que des
deux gènes concaténés, gènes traduisant deux protéines bien exprimées chez le virus, l’une
structuralement interne et l’autre externe.
La protéine N est la protéine virale majeure ayant des fonctions primordiales dans la répli-
cation et la transcription en association avec la L et la P. Les chances de survie du virus sont
fortement associées à cette protéine. La protéine H, en raison de son interaction avec le sys-
tème immunitaire de l’hôte et à la présence de plusieurs régions hypervariables, est supposée
être soit sous sélection négative faible, soit sous sélection positive plus forte que les autres
protéines virales [123].
Dans notre étude, l’histoire évolutive des gènes N et H séquencés et concaténés a été entreprise
pour connaître l’ampleur de la diversité génétique au cours d’infections naturelles de petits
ruminants dans des foyers de PPR récurrents et délimités dans une région donnée, l’ouest
africain. Notre démarche consistera à étudier les informations moléculaires des souches
virales récoltées, pour savoir si i) la diversité génétique observée sur les courts fragments du
gène N est utilisable pour définir leur appartenance aux lignées et ii) si cette information est




3 Cartographie des souches de PPRV à
partir du gène N partiel
L’objectif de ce chapitre est d’étudier les séquences moléculaires virales d’une partie du gène
de la nucléoprotéine pour caractériser les souches de PPRV présentes au Sénégal et dans les
pays voisins. Pour rappel, avant le début de nos travaux aucun état des lieux n’avait été réalisé
dans la sous-région, la répartition phylogénétique des souches virales ouest-africaines était
basée sur de rares données moléculaires disponibles et dont les plus récentes dataient de 1994
[83]. Cette répartition suggérait que la lignée I de PPRV prévalait dans toute la sous-région
ouest-africaine. Aussi, pour réaliser un état des lieux assez précis de la situation locorégionale
de la PPR, nous proposons à partir de prélèvements de souches récemment récoltées au
Sénégal, d’utiliser la variabilité génétique observée sur les 255 pb couramment utilisées pour
le diagnostic du gène N, pour cartographier leur circulation dans les pays de la sous-région.
3.1 Zone d’étude
Notre étude a concerné tous les départements du Sénégal, il s’agissait d’un échantillonnage
raisonné basé sur le risque. Les enquêtes étaient déclenchées à l’occasion des déclarations
de suspicion des chefs de postes vétérinaires aux services vétérinaires centraux du Sénégal.
Nous recherchions des foyers actifs de peste des petits ruminants afin de pouvoir isoler le
virus ou identifier son génome. Sur les 4 années d’étude, un total de 66 sites a été enquêté sur
le territoire sénégalais (Figure 3.1).
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FIGURE 3.1 – Géo-localisation des différents sites visités (villages)
3.2 Matériels et méthodes
3.2.1 Collecte du matériel biologique
Les enquêtes épidémiologiques
Elles ont été déclenchées sur la base de critères préalablement établis tels que l’emplace-
ment géographique des suspicions de PPR, la composition spécifique des troupeaux et des
systèmes d’élevage concernés, les liens avec les marchés de bétail ou les voies de migration
connues, la caractérisation des animaux sensibles, les flux (commerce, transhumance) ca-
pables d’améliorer la compréhension de la diffusion du virus. Les foyers de PPR signalés aux
services vétérinaires ont été enquêtés au cours de quatre années consécutives 2010, 2011, 2012
et 2013.
Le matériel biologique
Le matériel biologique a été recueilli par un système de surveillance et de diagnostic en
partenariat avec l’Institut sénégalais de recherche agricole (ISRA-LNERV, Dakar), et avec la col-
laboration des services vétérinaires nationaux du Sénégal. Des échantillons cliniques récents
de PPRV ont été obtenus des laboratoires nationaux des pays proches du Sénégal à savoir la
Mauritanie (Centre National d’élevage et des Recherches Vétérinaires de Nouakchott - CNERV),
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la Guinée (l’Institut Supérieur des Sciences et Médecine Vétérinaires de Dalaba et Laboratoire
Central vétérinaire Diagnostic de Conakry - LCVD), le Mali (Laboratoire Central vétérinaire de
Bamako - LCV), et la Côte d’Ivoire (Laboratoire National d’appui au Développement Agricole
de Bingerville - LANADA). Les échantillons cliniques étaient composés d’écouvillons buccaux,
nasaux et oculaires. Les échantillons prélevés en post-mortem a concerné des caprins et les
ovins en phase aiguë de PPR. Ils étaient composés de poumon, de rate, de ganglions lympha-
tiques, et de matières fécales. Tous les échantillons prélevés ont été conservés à +4˚C durant
l’enquête, puis stockés à -80˚C à Dakar jusqu’à leur analyse.
3.2.2 Analyses de laboratoire
L’isolement viral
Les cellules utilisées pour l’isolement viral sont des cellules CV1 modifiées pour exprimer le
récepteur spécifique du virus de la peste des petits ruminants (récepteur SLAM-goat) (don du
Dr Diallo. A)[5]. Elles sont cultivées à 37˚C et 5% CO2 en milieu MEM (Invitrogen) complété
avec 10% de sérum de veau fœtal, 2mM de L-Glutamine (Invitrogen) et 1% de gentamicine
(Invitrogen).
Les échantillons de poumon (0,5 g) prélevés après autopsie sur des chèvres infectées sont mis
en suspension dans 2 ml de milieu MEM et broyés. Ils sont ensuite clarifiés par centrifugation
(5 000 g, 3 min, +4˚C).
Des cellules CHS de 24h et à 80% de confluence, réparties en boite de culture de 25 cm2 (T25),
sont mises en contact pendant 1 heure à 37˚C et 5% CO2 avec 2 ml de la solution d’échantillon.
Après incubation, l’inoculum est retiré et les cellules sont recouvertes avec du milieu complet
et remises à l’étuve à 37˚C et 5% CO2 jusqu’à l’apparition d’un effet cytopathique (ECP).
A environ 80% d’ECP, le virus est récolté. Le flacon de culture est soumis à trois cycles de
congélation (-70˚C) et décongélation (37˚C). Cellules et surnageant sont récoltés et centrifugés
10 minutes à 1 500 tours par minute à (+ 4˚C). Le virus est réparti en fractions aliquotes et
stocké à - 70˚C.
La détection moléculaire et le séquençage partiel du gène de la nucléoprotéine
Pour identifier les échantillons positifs, une partie des aliquotes (écouvillons ou homogénats
de tissus) a été analysée par Real-time RT-PCR. Cette technique nous a permis d’estimer la
charge virale de nos échantillons. Les plus « chargés » ont été soumis à une RT-PCR classique
utilisant un couple amorces spécifiques NP3 et NP4 situées à l’extrémité 3’ du gène N [36].
L’ARN viral a tout d’abord été extrait à l’aide du kit ”Viral DNA/RNA isolation” (Macherey-
Nagel) selon les indications du fournisseur. Ensuite, une RT-PCR a été réalisée avec chaque
couple d’amorce au moyen du Kit One Step RT-PCR de Qiagen selon les cycles d’amplification
suivant : un cycle de 30 minutes à 50˚C permettant la transcription inverse des ARN viraux,
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un cycle de 15 minutes à 95˚C permettant la dénaturation des ADNc générés, puis 40 cycles
composés de 30 secondes de dénaturation à 94˚C, 30 secondes d’hybridation des amorces
à 60˚C et 30 secondes d’élongation à 72˚C. La taille des fragments amplifiés a été contrôlée
après migration électrophorétique dans un gel d’agarose à 1,5% en TAE 1X et visualisation par
illumination au rayonnement UV. Les produits d’amplification d’une taille d’environ 350 pb
ont alors été purifiés après migration électrophorétique dans un gel d’agarose à l’aide du Kit
QIAquick Gel de Qiagen.
Le séquençage de chacun des deux brins d’ADN des produits d’amplification a ensuite été
réalisé par la méthode de Sanger par la société Beckman Coulter Genomics. L’analyse des
séquences générées a été réalisée au moyen du logiciel Geneious version 6.1.6 (Biomatters
http ://www.geneious.com/).
Le logiciel MEGA 6 [158] a permis de réaliser les alignements multiples du gène N sur 255
nucléotides . Les séquences d’acides nucléiques du gène N ont tout d’abord été triées par
rapport au lieu de collecte pour éviter les doublons. Ces séquences ont ensuite été alignées avec
d’autres séquences de PPRV et une séquence de CDV considérée comme externe au groupe ;
ces séquences ont été récupérées dans Genbank pour constituer notre jeu de données.
Le modèle d’évolution de séquences proposé par le programme jModelTest2 [37] sous le
critère d’information d’Akaïke corrigé AICc était un modèle à six paramètres TN93 + I avec
5 catégories pour la distribution gamma. A partir de ce modèle, nous avons effectué des
reconstructions moléculaires par maximum de vraisemblance pour tenter de discriminer les
souches circulantes. Les arbres ont donc été construits à l’aide du logiciel MEGA 6 avec un
ré-échantillonnage de 1000 (bootstraps).
3.2.3 Analyse des séquences et détermination de la lignée géographique
L’analyse des séquences a été réalisée à partir de 61 séquences nucléotidiques de PPRV et
d’une séquence de CDV. On y retrouve comme souches récemment récoltées : 23 souches
provenant du Sénégal, 2 de Mauritanie, 2 de Guinée, 3 du Mali, et 1 de Côte d’Ivoire. Le
tableau 3.1 donne le détail des souches utilisées pour cette analyse phylogénétique (numéro
d’accession Genbank, origine, année de collecte,etc.).
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TABLE 3.1 – Séquences PPR utilisées pour l’analyse phylogénétique
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3.3 Résultats
3.3.1 Description des foyers de PPR observés
Nos enquêtes ont été réalisées durant les mois de mars à juin 2010, de février à mai 2012, de
janvier à avril 2013, de décembre 2013 et de janvier 2014. En 2010, nous avons identifié un
foyer PPR dans le département de Mbour à l’ouest du Sénégal. Les foyers de PPR en 2012, se
localisaient dans dix (10) villages de sept (7) départements au Sénégal. En 2013 les foyers PPR
étaient localisés dans quatorze (14) villages de dix (10) départements, deux foyers PPR ont été
identifiés en 2014. La distribution des troupeaux infectés par année est illustrée dans la figure
3.2.
FIGURE 3.2 – Localisation géographique des foyers confirmés de PPR en 2010 (point bleu),
2012 (point vert), 2013 (point orange) et 2014 (point jaune)
3.3.2 Description des signes cliniques rencontrés
Dans les troupeaux suspects, la sélection des animaux à échantillonner s’est faite selon les
critères suivants : l’hyperthermie et la morbidité de l’animal associées soit aux larmoiements,
aux jetages, à une dyspnée, des érosions buccales ou encore à une diarrhée. Chez les femelles
gestantes les avortements été pris en compte dans le diagnostic clinique de la PPR. Tous
ces signes pouvant apparaitre indépendamment les uns des autres, il était judicieux de les
rassembler à l’échelle du troupeau concerné. Dans le marché de petits ruminants de Dakar
(foirail de Pikine), seul le jetage associé à une hyperthermie ont été pris en compte dans la
sélection des animaux à prélever.
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3.3.3 Isolement du virus à partir d’organes
Pour l’isolement du virus, 15 suspensions virales issues de broyats de poumons ont été utilisées.
Seuls 4 virus PPRV ont pu être isolés après deux passages sur cellules CHS. Ces souches sont
les suivantes : Senegal Soum 2012, Senegal Louga 1 2012, Senegal Tambacounda 2014, Senegal
Kolda 2014. Elles ont été séquencées et analysées avec les autres séquences de PPRV.
3.3.4 Profil électrophorétique des produits PCR
La figure 3.3 présente la visualisation sur gel des produits d’amplification du gène partiel de la
nucléoprotéine de PPRV.
FIGURE 3.3 – Profil électrophorétique des produits PCR
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3.3.5 Arbre phylogénétique basé sur 255 nucléotides du gène N


















FIGURE 3.4 – Analyse Phylogénétique par la Méthode du Maximum de Vraisemblance. L’his-
toire évolutive a été déduite en utilisant la méthode du maximum de vraisemblance basée
sur le modèle Tamura-Nei [156]. L’arbre avec la plus grande vraisemblance (-12,966,6355) est
représenté. Le ou les arbre(s) de recherche heuristique ont été obtenus automatiquement
en appliquant les algorithmes Neighbor-Join et BioNJ à une matrice de distances par paires
estimées en utilisant l’approche de vraisemblance maximale composite (MCL), puis en sé-
lectionnant la topologie avec valeur de log de vraisemblance supérieure. Une distribution
Gamma discrète a été utilisée pour modéliser les différences de taux d’évolution entre les sites
(4 catégories (+ G, paramètre = 1,8011)). L’analyse a porté sur 62 séquences de nucléotides. Il y
avait un total de 269 positions dans l’ensemble de données final. Les analyses évolutives ont
été menées dans MEGA6 [158]
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3.3.6 Analyse de l’arbre phylogénétique
La reconstruction phylogénétique par maximum de vraisemblance à partir de courtes sé-
quences de la nucléoprotéine admet une phylogénie présentant les PPRV en quatre lignées
distinctes (I, II, III et IV). La séquence du virus de la maladie de Carré (JN381190) représentant
le groupe externe (en noir) nous a permis d’enraciner notre arbre. Depuis la racine, se branche
en premier lieu la lignée trois III (en orange), puis la lignée I ; par la suite viennent se brancher
les lignées IV (en Marron) et II (en vert). Conformément à la répartition phylogéographique
précédemment admise, les anciennes souches (date de récolte antérieure à 2008) de lignée
I et II sont localisées en Afrique de l’Ouest, du côté du Burkina (1988), de la Guinée (1988),
de la Côte d’Ivoire (1989), de la Guinée-Bissau (1989) et du Sénégal (1994) pour la lignée I ; et
du côté du Nigéria (1976), du Ghana (1978) et du Mali (1999) pour la lignée II. Les anciennes
souches de lignées III se distribuent en Afrique de l’Est, en Ethiopie (1994), au Soudan (1972)
et à Oman (1987). Les souches de lignées IV se répartissent en Asie dans des pays comme
l’Inde (2003) et la Chine (2008), elles se sont signalées au Nord de l’Afrique à l’occasion de
l’épizootie de 2008 au Maroc (Figure 3.4).
Les souches de PPRV récoltées entre 2009 et 2014 au Sénégal (n=38), en Guinée (n=2), en Côte
d’Ivoire (n=1), en Mauritanie (n=2) et au Mali (n=5) sont quasiment toutes regroupées dans le
clade de lignée II. La classification en lignée II des souches récentes des pays ouest africains
(le Mali hébergeait auparavant cette lignée), traduit son émergence au niveau régional, là où
la lignée I prévalait. Toutefois notons qu’une souche malienne (MaSoIc-2014) à la différence
de tous les autres s’insère dans le clade de lignée I. L’identification de virus de cette lignée
marque une réapparition d’un virus qui a été vu pour la dernière fois en 1994 au Sénégal.
L’analyse phylogénétique détaillée de l’arbre classe les souhes de PPRV récemment récoltées
dans un sous-clade soutenu par le clade des ”anciennes souches” de lignée II (Nigéria 1976,
Ghana 1978 et Mali 1999) que nous qualifieront ici de clade basal au sous-clade des ”nouvelles
souches”. Les nœuds seront nommés selon les valeurs de bootstaps ; la relation de parenté
entre souche sera basée sur l’ordre relatif des nœuds des plus récents au plus anciens. Les
souches du Sénégal (en vert clair) auxquelles s’ajoutent les 2 souches de Mauritanie, les 2 de
Guinée et 1 du Mali (tous en violet) possèdent un ancêtre commun au nœud 64 (n˚64) ; cet
ancêtre (n˚64) partage avec les souches du Mali (MaKoI II et III) l’ancêtre commun (n˚62). Ce
dernier ancêtre partage avec la souche de Côte d’Ivoire (CI-2009) l’ancêtre commun (n˚81).
Cela suggère que les ”nouvelles souches” du Sénégal, de la Guinée, de la Mauritanie sont
phylogénétiquement plus proches des ”nouvelles souches” du Mali que de celui de la Côte
d’Ivoire. Cependant les branches partant du nœud (n˚64) forment une polytonie apparente
marquant une incertitude élevée dans la phylogénie des souches émanant de cet ancêtre
commun.
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3.4 Discussion
L’échantillonnage raisonné basé sur les déclarations des éleveurs et ou des agents vétérinaires
peut générer des données incomplètes. Les foyers de PPR dans les pays endémiques étant
rarement déclarés par les éleveurs, ces derniers préférant traiter eux-mêmes leurs animaux.
Cela peut constituer une entrave majeure à ce type d’étude. Une enquête longue durée à
l’échelle nationale aurait permis d’augmenter la quantité de prélèvements dans le temps.
Cependant un tel maillage du territoire implique de grands moyens financiers.
Le matériel biologique de choix dans cette enquête PPR a été les écouvillons (oculaire et
nasal) et les poumons. Les écouvillons se conservent facilement sous glace et donnent de
bons résultats en PCR quantitative et qualitative par rapport au sang. En plus d’être facilement
acceptés par les éleveurs (ne touchant pas à l’intégrité des animaux), les prélèvements sur
écouvillons imprégnés dans des tubes contenant du MEM peuvent aussi servir à isoler le virus
s’ils sont conservés à -80˚C ou à imbiber des papiers buvards pour une longue conservation à
température ambiante pour la détection moléculaire. L’efficacité de la conservation de l’ARN
viral PPR à long terme a récemment été démontrée par Michaud et al, 2007 [103] ; dans le
domaine du diagnostic rapide, ces buvards sont une alternative au transport sous glace des
prélèvements biologiques dans les pays en développement.
Les poumons sont faciles à broyer et contiennent des charges virales importantes, ils peuvent
être utilisés pour la détection PCR mais surtout pour l’isolement viral, s’ils sont conservés
dans de bonnes conditions. En effet, le faible taux de réussite de l’isolement viral (4 sur 15
suspensions virales) résulte sans doute de la conservation du virus sous glace pendant la
durée des missions de terrain (7 jours). Le PPRV est un virus fragile, incapable de survivre
longtemps en dehors de l’hôte avec une demi-vie estimée à 2,2 minutes à 56˚C et à 3,3 heures
18 à 37˚C [135]. La conservation du virus sous glace (+4˚C) pendant 7 jours de terrain permet
sans doute de conserver l’ARN viral à moyen terme mais entame la viabilité du virus PPR. Les
prélèvements d’organes ou de sécrétions virales doivent donc être immédiatement conservés
dans de l’azote liquide, puis transférés à -80˚C au laboratoire.
Historiquement, tous ces pays hébergeaient des souches PPRV de lignée I et le constat que
nous faisons aujourd’hui est que la lignée II est prédominante dans l’ouest africain. Il est à
noter que la lignée I persiste tout de même dans cette sous-région, dans la mesure où elle
vient d’être mise en cause dans les récents foyers de PPR au Mali dans la région de Sikasso.
Cette situation suggère un phénomène de compétition entre des souches de différentes
lignées. La phylogénie illustrée en figure 3.4 induit l’idée selon laquelle la lignée II remplacerait
progressivement la lignée I sur le terrain. Les liens commerciaux étroits entre ces pays semblent
être la principale voie de diffusion des souches de lignée II. Nous savons que le Mali exporte
en période de fête (aid el fitr) des centaines de milliers de têtes d’ovins vers plusieurs pays
dont le Sénégal, la Mauritanie, la Guinée, et la Côte d’Ivoire.
Les résultats phylogénétiques montrent que le diagnostic moléculaire basé sur la variabilité
génétique des courtes séquences du gène viral N, permet une bonne définition des souches
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virales en lignée cependant, cette variabilité semble être trop limitée lorsqu’il s’agit de retracer
la circulation des souches ou de déterminer la filiation entre différentes souches virales de
même lignée. En effet notre marqueur polymorphe, situé dans la zone la plus variable du gène
N est capable de différencier les lignées virales de PPR les unes des autres, mais ce marqueur
devient monomorphe au sein d’une même lignée car les sites de mutations diagnostiques
servant à différencier l’espèce sont très réduits. De ce fait la phylogénie évolutive de la PPR à
partir de ces courtes séquences n’est pas résolue et la polytonie (multifurcation) observée dans
le clade des « nouvelles souches de lignées II » témoigne du manque d’information génétique
de notre jeu de données.
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4 Reconstruction des mouvements géo-
graphiques des PPRV
4.1 Introduction
L’épidémiologie moléculaire des génomes viraux peut permettre d’étudier la diversité géné-
tique des virus dans un environnement donné. L’étude précédente a concerné l’analyse d’un
fragment de 255 pb du gène N de 40 souches de virus PPR prélevées au cours de différents
foyers au Sénégal, en Guinée, en Côte d’Ivoire, en Mauritanie et au Mali de 2010 à 2014 (Figure
4.1).
Les résultats phylogénétiques ont montré que les virus circulant actuellement dans ces pays de
façon enzootique appartiennent dans leur grande majorité à la lignée II. La situation antérieure
montrait que cette zone était occupée par la lignée I [148, 83]. Aussi dans cette enquête, nous
avons eu l’opportunité d’étudier sur un laps de temps d’environ 4 ans, l’évolution du virus
de la lignée II, enzootique et majoritairement représenté dans l’Ouest Africain [52]. Pendant
cette période, l’incidence de la PPR au Sénégal d’une façon générale, n’a pas faibli en raison
de l’insuffisance des programmes de vaccination.
L’étude fine de l’évolution du virus ne peut se faire à partir de courtes séquences du gène
viral N, car si celles-ci permettent une bonne définition des souches virales en lignée, elles
ont un potentiel restreint à retracer la circulation de ces souches sur le terrain ou encore à
déterminer la filiation entre différentes souches d’une même lignée. Par conséquent, il a été
décidé de procéder aux séquençages complets des gènes N et H dans le but d’avoir accès à
d’avantage d’information génétique. Ces deux gènes traduisent deux protéines bien exprimées
chez les Morbillivirus, l’une étant structuralement interne et l’autre externe. La protéine N
est la protéine majeure du virus avec des fonctions primordiales dans la réplication et la
transcription en association avec la L et la P. La protéine H est la clé d’entrée du virus dans
la cellule hôte et un déterminant antigénique majeur des Mononégavirales. En raison de
son interaction avec le système immunitaire de l’hôte et à la présence de plusieurs régions
hypervariables, la protéine H est supposée être soit sous sélection négative faible, soit sous
sélection positive plus forte que les autres protéines virales [123].
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Chez le virus de la rougeole (MV), il a récemment été démontré qu’il existe une corrélation
étroite entre le taux évolutif du génome complet et ceux des gènes L, N et H. Ces résultats
sont cohérents avec le fait que les séquences des gènes N et H sont les plus couramment
utilisés pour la caractérisation génétique des virus du genre Morbillivirus, le gène L étant
désavantagé pour son séquençage par sa trop grande taille [165].
Localisation des souches récoltées
FIGURE 4.1 – Localisation des souches récoltées
4.2 Matériels et méthodes
4.2.1 Séquençage des gènes N et H
Détermination des amorces
Afin de déterminer des amorces spécifiques des gènes N et H des souches étudiées, un ali-
gnement multiple a été réalisé à partir de 4 génomes complets et de toutes les séquences des
gènes N et H de la lignée II du virus PPR disponibles dans Genbank. Les amorces ont alors
été choisies au sein des séquences conservées du génome entourant les gènes d’intérêt, ainsi
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que dans des séquences conservées des gènes de manière à obtenir des séquences amplifiées
chevauchantes (Figure 4.2 et Figure 4.3). Au final, 4 couples d’amorces permettant d’amplifier
chaque gène ont été déterminées (Tableau 4.1).
FIGURE 4.2 – Position des couples d’amorces permettant l’amplification du gène N complet
FIGURE 4.3 – Position des couples d’amorces permettant l’amplification du gène H complet
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TABLE 4.1 – Catalogue d’amorces spécifiques utilisées
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Amplification des gènes
L’ARN viral a tout d’abord été extrait à l’aide du kit “Viral DNA/RNA isolation” (Macherey-
Nagel) selon les indications du fournisseur. Ensuite, une RT-PCR a été réalisée avec chaque
couple d’amorce au moyen du Kit One-Step RT-PCR de Qiagen selon les cycles d’amplification
suivant : un cycle de 30 minutes à 50˚C permettant la transcription inverse des ARN viraux,
un cycle de 15 minutes à 95˚C permettant la dénaturation de l’ADNc généré, puis 40 cycles
composés de 30 secondes de dénaturation à 94˚C, 30 secondes d’hybridation des amorces à
57˚C et 1 minute d’élongation à 72˚C. La taille des fragments amplifiés a été contrôlée après
migration électrophorétique dans un gel d’agarose à 1,5% en TAE 1X et sa visualisation par
illumination au rayonnement UV. Les produits d’amplification d’une taille comprise entre
350 et 700 nucléotides selon le couple d’amorce utilisé ont alors été purifiés après migration
électrophorétique à l’aide du Kit QIAquick Gel de Qiagen.
Le séquençage de chacun des deux brins d’ADN des produits d’amplification a ensuite été
réalisé par la méthode de Sanger par la société Beckman Coulter Genomics. L’analyse des
séquences générées a été réalisée au moyen du logiciel Geneious version 6.1.6 (Biomatters
http ://www.geneious.com/). Après vérification des électrophorégrammes, des alignements
multiples portant sur 1575 nucléotides pour le gène N et sur 1827 nucléotides pour le gène H
ont été réalisés avec le logiciel MEGA 6 [158].
Pour obtenir une estimation de la date de l’ancêtre commun le plus récent (TMRCA) de
chacune des lignées, des séquences de virus représentant la lignée II avant l’apparition de
celle-ci au Sénégal et des représentants de chacune des autres lignées ont été ajoutés à
l’ensemble des données. Pour ce faire, en plus des 40 séquences que nous avons générées,
15 séquences du gène N et 13 séquences du gène H provenant des 4 lignées de virus PPR
et disponibles dans Genbank ont été incluses dans les alignements multiples. Par ailleurs
un alignement chimérique constitué de la concaténation des alignements multiples de 51
gènes N et 51 gènes H a été réalisé à l’aide du logiciel DNAsp. Cet alignement chimérique
est constitué des souches pour lesquelles les séquences complètes des deux gènes étaient
disponibles (Tableau 4.2).
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TABLE 4.2 – Tableau des séquences N, H et NH
52
4.2. Matériels et méthodes
Vérification des alignements et validation des jeux de données
Le suréchantillonnage a été évité en supprimant les séquences similaires des virus prélevés
dans les mêmes sites et aux mêmes périodes (moins de 1% de divergence nucléotidique).
La visualisation des alignements d’acides nucléiques a permis de rechercher d’éventuelles
ruptures d’alignements dans les axes vertical et horizontal : elle a été suivie d’une vérification
des positions non consensuelles et d’une recherche de motifs potentiellement suspects (re-
trouvés uniquement dans la lignée II et non retrouvés dans les autres lignées). La traduction
de l’alignement sous forme protéique a permis de détecter les codons « stop » inappropriés
et les caractères indéterminés. La recherche de doublons et des recombinaisons au sein des
différents alignements a été effectuée avec le logiciel DAMBE afin de les soustraire pour ne pas
biaiser les analyses phylogénétiques ultérieures, puis la qualité du signal génétique a ensuite
été évaluée à l’aide des logiciels MEGA 6 et DNAsp5. Les sites soumis à pression pouvant altérer
les analyses phylogénétiques de sélection ainsi que les évènements de recombinaison ont été
également recherchés avec le logiciel Hyphy 2.2.0. Par la suite, les modèles de substitution
les plus en adéquation avec nos différents jeux de données ont été déterminés sur la base du
Critère d’information bayésien (BIC) en utilisant les logiciels JModelTest, v2.1.4 [37] et MEGA
6 [158]. Le tableau 4.3 ci-dessous synthétise les résultats de ces analyses.
TABLE 4.3 – Résultats d’analyses des jeux de données
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4.2.2 Analyse phylogénétique Bayésienne
Analyse des données des gènes partiels N, H et gènes concaténés N/H
L’analyse phylogénétique bayésienne a été réalisée avec le logiciel MrBayes v3.2.2 [134]. Pour
des raisons de comparaison, le modèle de substitution réversible généralisé (GTR pour General
Time Reversible) [133, 85] a été systématiquement utilisé. Ce modèle est le plus complexe de
tous les modèles de reconstructions phylogénétiques avec 9 paramètres (les 3 paramètres de
fréquences à l’équilibre et les 6 paramètres d’échangeabilité), les autres modèles proposés
étant des cas particuliers de ce modèle. Un total de 100.000.000 d’itérations utilisant deux
chaines de Markov indépendantes et un échantillonnage des arbres toutes les 1000 itérations
a été réalisé selon les spécifications décrites dans le tableau 4.4 ci-dessous, c’est-à-dire en
employant pour l’un le modèle de reconstruction classique et pour l’autre le modèle de
reconstruction par codon.
TABLE 4.4 – Tableaux de reconstructions classique et par codon
TABLE 4.5 – Résultats du test de l’horloge moléculaire utilisant la méthode du Maximum de
vraisemblance
La construction des deux arbres consensuels a enfin été réalisée après l’élimination des 25 000
premiers arbres du total des 100 000 arbres générés (burn-in) avec les deux modèles. Les arbres
ont été visualisés au moyen du logiciel Figtree v1.4.2 (http ://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/).
L’inclusion dans les alignements N et H d’un groupe externe constitué de séquences appar-
tenant à des virus proches du virus PPR tels que RPV, MV ou CDV, dans le but de placer une
racine à nos arbres de séquences a induit une perte de discrimination entre les souches. En
conséquence, en nous basant sur des études de datation moléculaire antérieures qui avaient
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conclu à une plus grande ancienneté des virus appartenant à la ligné III, la racine des arbres
générés a été replacée sur la branche menant à cette lignée [110].
Par la suite, la topologie des arbres a été comparée manuellement afin de déterminer laquelle
était la plus vraisemblable, c’est-à-dire se rapprochant au plus près de la réalité historique des
souches virales étudiées.
Après comparaison des 6 arbres générés avec nos trois jeux de données, les 3 arbres recons-
truits selon le modèle de reconstruction classique étaient plus en accord avec les données
épidémiologiques de terrain. L’alignement chimérique N/H a ensuite été retenu pour les
analyses phylogéographique ultérieures, le modèle évolutif proposé à l’aide des Logiciels
MEGA6 et Treefinder pour cet alignement, a été le modèle TN93 + gamma 5 [157], un modèle
à six paramètres.
4.2.3 Origine et distribution de la lignée II dans l’ouest de l’Afrique
Détermination de l’horloge moléculaire et étude de l’évolution du virus PPR par inférence
bayésienne et choix du modèle démographique
L’hypothèse de l’horloge moléculaire stricte a été vérifiée par un test ratio de vraisemblance
(LRT) comparant la vraisemblance d’un arbre construit dans l’hypothèse d’une horloge molé-
culaire stricte à celle d’un arbre construit sans horloge moléculaire à l’aide du logiciel MEGA 6
(Tableau 4.5) [158].
Par la suite, les analyses en datation moléculaire ont été réalisées à l’aide du logiciel BEAST.
Les 6 fichiers d’entrée du logiciel BEAST ont été générés à l’aide du logiciel BEAUti en utilisant
deux modèles d’horloge moléculaire de type relâché ayant pour l’une, une distribution log-
normale non corrélée (UCLD) et pour l’autre une distribution exponentielle non-corrélée
(UCED). Ces deux horloges ont été testées avec trois modèles de coalescence démographique,
soit deux modèles simples dans lesquels l’évolution de taille de la population est constante ou
exponentielle et un modèle complexe ne préjugeant pas de la forme de l’évolution de la taille
de la population (Bayesian Skyline plot).
Chacun des modèles a ensuite été soumis à trois analyses de Chaine de Monte Carlo Markov
(MCMC) indépendantes de 40.000.000 d’itérations avec un échantillonnage toutes les 1000
itérations. Les triplets de 40.000 arbres ont ensuite été combinés en un seul fichier et les
120.000 arbres échantillonnés résultant ont été analysés à l’aide du logiciel Tracer. La fiabilité
des résultats en termes de datation du dernier ancêtre commun (TMRCA) ainsi que du taux
de Substitution/Site/an a été déterminée par le calcul des probabilités postérieures (ESS).
L’arbre consensuel (MCC Tree) a été calculé par le logiciel Tree Annotator et visualisé dans
le logiciel Figtree v1.4.2 (http ://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/) après élimination des
12 mille premiers arbres générés (burn-in). La vraisemblance des différents modèles utilisés
avec notre jeu de données a été déterminée par comparaison des valeurs de vraisemblance
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(marginal log likelihoods) calculée par le logiciel pour chaque modèle (AICM).
Les résultats d’analyse BEAST sont consignés dans le tableau 4.6.
TABLE 4.6 – Résultats d’analyse BEAST. Le meilleur modèle démographique est celui préjugeant
la croissance exponentielle (en vert), le second est le Bayesian Skyline Plot, modèle sans à
priori permettant d’évaluer la diversité génétique de souches virales dans le temps.
Analyse phylogéographique
Pour cette analyse nous avons choisi de restreindre notre jeu de données aux souches de
lignées II de l’ouest africain, cela afin de mieux apprécier les processus de diffusion de la peste
des petits ruminants dans la zone. Le fichier d’entrée du logiciel BEAST a été généré à l’aide du
logiciel BEAUti en utilisant tous les paramètres du meilleur modèle précédemment identifié, le
modèle n˚2. Ce fichier contenait aussi des informations de localisations des souches étudiées.
Ainsi, 40 souches ont été assignées à 7 zones géographiques distinctes correspondant à : Côte
d’Ivoire, Mauritanie, Guinée, Mali et Sénégal (subdivisé en 3 régions le Nord-Est, le Sud-Est et
le Nord-Ouest).
Ce modèle a été ensuite soumis à une analyse MCMC indépendante de 10.000.000 d’itérations
avec un échantillonnage toutes les 1000 itérations, les 10.000 arbres échantillonnés résultant
ont été analysés à l’aide du logiciel Tracer. La fiabilité des résultats a été déterminée par le
calcul des probabilités postérieures (ESS).
L’arbre consensuel (MCC Tree) a été calculé par le logiciel Tree Annotator et visualisé dans le
logiciel Figtree v1.4.2 (http ://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/) après élimination des 100




4.3.1 Reconstruction phylogénétique bayésienne
Les phylogénies inférées pour les gènes N, H et N/H nous ont semblé plus cohérentes sous le
modèle de reconstruction classique “alignement nucléotidique” (modèle de reconstruction
classique).
Les figures 4.4, 4.5 et 4.6 présentent 3 arbres phylogénétiques dont les racines ont été replacées
sur la branche menant à la lignée III. Conformément à la répartition phylogénétique des PPRV
décrite antérieurement [148, 83], les PPRV se distinguent en 4 lignées (I, II, III et IV). La lignée
III (en orange) est représentée par des souches d’Afrique de l’Est, et du Moyen-Orient ; la
lignée I (en bleu) est représentée par une souche d’Afrique de l’ouest (ICV89) ; la lignée 4 (en
noir) représentée par des souches asiatiques auxquelles s’ajoute celle du Maroc de 2008 ; la
lignée II (en vert) est représentée par “l’ancienne souche” d’Afrique de l’ouest (Nigéria 76-1) à
laquelle s’ajoutent les souches récemment récoltées au Sénégal, en Mauritanie, en Guinée, en
Côte d’Ivoire et au Mali que nous avons dénommées “nouvelles souches”.
Les topologies des 3 arbres reconstruits présentent le même agencement des branches jus-
qu’au sous-clade de lignée II contenant les “nouvelles souches”. De ce fait nous nous pro-
posons de comparer de façon détaillée chacun de ces arbres à partir du nœud A0, ancêtre
commun des “nouvelles souches”.
Analyse comparative des phylogénies des gènes complets N, H et N/H
L’analyse phylogénétique comparée des 3 arbres où le nœud A0 est considéré comme l’ancêtre
commun des souches sénégalaises permet de distinguer 9 à 11 clades qui sont rassemblés
dans le tableau 4.4.
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FIGURE 4.4 – Arbre phylogénétique bayésien (construit à partir de 55 séquences du gène N
sous GTR + G4) et enraciné en utilisant une branche de lignée III pour montrer la relation
phylogénétique à travers les souches de lignée II. Tandis que les probabilités postérieures
des nœuds supérieurs à 95% sont marqués en bleu, celles comprises entre 80 et 95% sont
colorées en violet et celle en dessous de 80% sont en rouge. Cet arbre est visualisé dans Figtree
v1.4.2 (http ://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/) et les branches des lignées virales sont
représentées par différentes couleurs. Les noms de souches comportent leur date de collecte.
La lignée III est représentée en orange, la lignée I en bleu, la lignée IV en noir, et la lignée II en
vert. La souche de lignée II recueillies avant 2009 (anciennes souches) est en vert foncé, et les
souches recueillies après 2009 (nouvelles souches) sont en vert clair.
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FIGURE 4.5 – Arbre phylogénétique bayésien (construit avec le gène H sous GTR + G4) et enra-
ciné en utilisant une branche de lignée III pour montrer la relation phylogénétique à travers les
souches de lignée II. Les probabilités postérieures des nœuds supérieurs à 95% sont marquées
en bleu, celles comprises entre 80 et 95% sont colorées en violet et celle en dessous de 80% sont
en rouge. Cet arbre est visualisé dans Figtree v1.4.2 (http ://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/)
et les branches des lignées virales sont représentées par différentes couleurs. Les noms de
souches comportent leur date de collecte. La lignée III est représentée en orange, la lignée I en
bleu, la lignée IV en noir, et la lignée II en vert. La souche de lignée II recueillies avant 2009
(anciennes souches) est en vert foncé, et les souches recueillies après 2009 (nouvelles souches)
sont en vert clair.
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FIGURE 4.6 – Arbre phylogénétique bayésien (construit avec les gènes N/H sous GTR +
G4) et enraciné en utilisant une branche de lignée III pour montrer la relation phylogéné-
tique à travers les souches de lignée II. Les probabilités postérieures des nœuds supérieurs
à 95% sont marqués en bleu, celles comprises entre 80 et 95% sont colorées en violet et
celle en dessous de 80% sont en rouge. Cet arbre est visualisé dans Figtree v1.4.2 (http ://-
tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/) et les branches des lignées virales sont représentées par
différentes couleurs.Les noms de souches comportent leur date de collecte. La lignée III est re-
présentée en orange, la lignée I en bleu, la lignée IV en noir, et la lignée II en vert. La souche de
lignée II recueillies avant 2009 (anciennes souches) est en vert foncé, et les souches recueillies
après 2009 (nouvelles souches) sont en vert clair.
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TABLE 4.7 – Tableau de comparaison des clades
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La composition en souches des 9 à 11 clades selon qu’il s’agisse de l’arbre N, H ou N/H est
similaire, à l’exception de 4 souches qui se replacent différemment dans les clades précé-
demment définis (Tableau 4.7). En effet dans l’arbre phylogénétique N, la souche de Guinée
GuKaIV13 se retrouve dans le clade A4 alors qu’elle s’insère dans le clade A2 des arbres H et
N/H, rejoignant ainsi la seconde souche de Guinée GuDaIV13. De même l’arbre N place la
souche de Matam SnMa3I dans le clade A7 tandis que celui-ci se retrouve dans le groupe A2
dans les arbres H et N/H, rejoignant ainsi une autre souche de Matam (Gasambery). On note
pour finir qu’à la différence des arbres N et N/H qui rangent les souches SnDk4I12 et SnMe112
dans le clade A3, l’arbre H les place au sommet de 2 branches individuelles.
Cette situation témoigne d’un conflit dans le signal phylogénétique entre les gènes N et H qui
ne peut être attribué à un évènement de recombinaison. L’arbre phylogénétique N/H, basé
sur l’alignement de séquences concaténées ajuste globalement l’intégralité des données ; il
rassemble les souches selon leur origine géographique à l’exemple des souches guinéennes,
mais aussi selon leur date de collecte comme c’est le cas des souches du clade A3 recueillies
en 2012 à l’occasion d’épisodes répétés de PPR dans la région Nord-Ouest du Sénégal.
L’alignement N/H constituera de ce fait le jeu de données de choix pour reconstruire les
mouvements des ‘nouvelles souches” et pour la datation de leur apparition au Sénégal.
4.3.2 Origine et distribution de la lignée II dans l’ouest de l’Afrique
Horloge moléculaire et analyse bayésienne - Estimation du taux d’évolution
Le logiciel BEAST a été utilisé pour calculer les taux de substitution nucléotidiques des gènes
N et H concaténés. La comparaison des AICM des modèles d’évolution nous a permis de para-
métrer notre jeu de données sous BEAST. Le modèle coalescent de croissance exponentielle
associé au modèle de substitution nucléotidique de Tamura et Nei 1993 (TN93+ G4) basé sur
une horloge relâchée UCLD a été sélectionné. Sous ces différents paramètres le taux moyen
d’évolution de toutes les lignées de PPRV a été estimé à 7,11 x 10-4 substitution/site/an (95%
HPD (1,06 x 10-3-4,18 x 10-4).
Estimation des TMRCA des différentes lignées
La méthode de coalescence bayésienne a permis d’estimer à partir des séquences concaténées
des gènes N et H, le TMRCA des différentes lignées, plus particulièrement de la lignée II et
des différentes clades qui la composent. L’arbre consensuel (Figure 4.7) a été inféré selon les
critères énumérés précédemment. L’âge de l’ancêtre commun le plus récent des 4 lignées
virales de PPR qui correspond aussi à celui de la divergence des virus de lignées III a été estimé
autour de 1898 (95% HPD 1847-1944). La lignée I a divergé vers 1905 (95% HPD 1863-1945)
et l’ancêtre commun le plus récent des lignées II et IV est daté autour de 1928 (95% HPD
1896-1958). Les TMRCA des lignées III et I n’ont pas été estimés compte-tenu du fait que
chacune de ces lignées n’est représentée que par un virus. L’ancêtre commun le plus récent
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des souches de lignée II est daté autour de 1962 (95% HPD 1951-1973). Le TMRCA des virus
de lignée IV utilisés est estimé à 1984 (95% HPD 1973-1993). Enfin notons que le TMRCA
de l’ensemble des souches de lignée II nouvellement récoltées dans notre zone d’étude en
Afrique de l’ouest est estimé à 2004 (95% HPD 2000-2007).
FIGURE 4.7 – Arbre phylogénétique MCC (séquences collapsées) basé sur 51 séquences N/H
concaténées de souches virales PPR. L’arbre a été construit en utilisant le modèle UCLD et une
croissance exponentielle en a priori. Les noms de souches comportent leur date de collecte et
les longueurs des branches reflètent le temps écoulé. Les dates moyennes estimées de TMRCA
sont indiquées à chaque nœud. Les valeurs à 95% HPD de l’intervalle correspondant du
TMRCA sont représentées par des barres bleues. L’axe horizontal indique la durée en années.
Par souci de lisibilité, les souches récentes de lignées II que nous étudions sont collapsées
pour former un triangle vert.
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Reconstruction de l’arbre consensuel (MCC Tree)
Arbre similaire au précédent avec des valeurs de probabilités postérieures aux nœuds.
FIGURE 4.8 – Arbre consensuel (MCC Tree-BEAST) construit avec le Gène N/H sous TN93 +
G4. Tandis que les probabilités postérieures des nœuds supérieurs à 90% sont marqués en
bleu, celles comprises entre 80 et 90% sont colorées en violet et celle en dessous de 80% sont
en rouge. L’arbre est visualisé dans Figtree v1.4.2 (http ://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/)
et les branches des lignées virales sont représentées par différentes couleurs : la lignée III
en orange, la lignée I en bleu, la lignée 4 en noir, et la lignée II en vert, la souche de lignée II
recueillie avant 2009 (ancienne souche) en vert foncé, et les souches recueillies après 2009
(nouvelles souches) en vert clair.
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Analyse de l’arbre consensuel (Figure 4.8)
L’arbre daté définit 5 clades qui se regroupent au niveau du nœud B0. Il décrit la diversité des
souches positionnées sur les nœuds B2, B4 et B5. Les nœuds B1 et B3 sont intermédiaires. Le
clade B2 est constitué de souches dont les dates de collecte sont équitablement réparties entre
2010, 2012 et 2013. Le clade B3 est constitué de souches récoltées en 2013 et 2014, et enfin
le clade B5 est essentiellement constitué de souches récoltées en 2012. Les clades B4 et B5
sont plus proches entre eux qu’avec B2. Les figures 4.9, 4.10 et 4.11 ci-dessous présentent la
distribution spatio-temporelle de ces 3 groupes de souches.
FIGURE 4.9 – Distribution spatio-temporelle (2010-2012-2013) des souches du clade B2. L’épi-
centre des foyers est situé dans la région nord-ouest du Sénégal, avec 2 souches retrouvées
dans les régions de Matam et de Tambacounda (ville de Koumpentoum)
Liens spatio-temporels des souches de PPR prélevées dans le cadre de l’étude
Afin de mieux appréhender le lien spatio-temporel des clades B2, B4 et B5, des souches de
ces clades ont été positionnées sur la carte de la région étudiée (Figures 4.9, 4.10 et 4.11). La
distribution spatio-temporelle des souches issues des 3 clades suggère que i) les souches d’un
même clade se maintiennent sur plusieurs années sur leur aire de distribution ; ii) pour deux
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FIGURE 4.10 – Distribution spatio-temporelle (2010-2012-2013) des souches du clade B4. La
distribution se fait dans le sens Ouest-Est et l’épicentre des foyers se trouve dans la région nord-
ouest du Sénégal (le bassin arachidier), avec des épisodes dans la région de Tambacounda et
une souche identifiée au Mali
de ces clades (B2 et B4), l’aire de répartition est la même. Le constat est qu’il y a certainement
des facteurs spécifiques augmentant la diversité des souches dans l’aire en question, lieu
d’arrivée de souches exotiques dans la péninsule sénégalaise ; Il s’agit de la région de Dakar où
se trouve le plus grand marché de ruminants au Sénégal ; iii) quel que soit le positionnement
des clades, chacun d’eux est relié à au moins un site stratégique situé dans l’est (Matam) et/ou
au centre du Sénégal (Tambacounda). Ces deux villes représentent respectivement le carrefour
des voies de transhumances internationales (Mauritanie-Mali) et le carrefour de mobilité
commerciale des ruminants.
De 2010 à 2013, il semble avoir eu co-circulation de 2 souches virales dans les régions de
Thiès, Dakar, Louga, Kaolack, Tambacounda et Matam (B2 et B4). Les dates de prélèvements
recueillies sur le terrain en 2010 confirment l’hypothèse de la circulation d’au moins 2 variants
dans une même localité à 3 jours d’intervalle. En effet, les virus isolés de 2 foyers distants de 7
km entre le 25 et le 28 avril 2010 dans la communauté rurale de Nguekhokh se positionnent
au niveau de 2 clades différents (B1 et B2). L’observation des mouvements des 3 groupes de
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FIGURE 4.11 – Distribution spatio-temporelle (2013-2014) des souches du clade B5. La distri-
bution des souches suit l’axe Nord-Sud. L’épicentre des foyers se trouve dans la région Sud du
Sénégal, avec des souches retrouvées en Mauritanie et en Guinée
souches dans le temps met en évidence une circulation primaire des souches virales de l’ouest
vers l’est entre 2010 et 2013, puis une secondaire du nord vers le sud entre 2013 et 2014.
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Afin d’explorer l’origine des foyers de lignée II du Sénégal, les données générées par l’analyse
de Chaîne de Monte Carlo Markov (MCMC) de la section précédente ont été utilisées pour
l’analyse phylogéographique. Celle-ci a concerné 40 souches assignées à 7 zones géogra-
phiques distinctes correspondant : aux régions Nord-ouest, Nord-est, Sud-est du Sénégal ; à la
Côte d’Ivoire, à la Mauritanie, à la Guinée et au Mali. La partie sud-ouest du Sénégal (Basse-
Casamance) n’a pas été incluse car aucun prélèvement n’a pu être effectué pour des raisons
de sécurité. La figure 4.13 présente l’arbre consensuel daté des souches ouest-africaines. Les
branches sont colorées en fonction de la région d’échantillonnage.
FIGURE 4.13 – Arbre phylogéographique basé sur 40 souches, les branches sont colorées
en fonction des 7 zones géographiques. Les valeurs de probabilités postérieures à 95% des
localisations sont indiquées aux différents nœuds
Analyse de l’arbre phylogéographique
L’association des données moléculaires à l’historique des foyers de PPR recueillis sur le terrain
nous permet de reconstruire approximativement l’histoire des souches virales de lignée II.
L’ancêtre commun des virus de la région étudiée a été introduit au Sénégal en 2005, ce virus
a connu une spéciation donnant lieu à deux virus, l’un a migré vers le sud du Sénégal pour
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donner quelques mois plus tard, l’ancêtre commun des souches résidant aujourd’hui au
Sénégal et au Mali. Les deux souches des virus responsables des foyers de Thiès en 2010 se
sont séparés en 2008 (nœud B0) et ont co-circulé de façon régulière dans la région nord-ouest
du Sénégal de 2010 à 2013. Ces différentes souches se sont parfois retrouvées dans les régions
de Matam ou de Tambacounda à l’occasion de la mobilité animale. Le nœud B2 qui regroupe
le premier groupe de souches a essentiellement circulé dans le Nord-ouest plus précisément
dans le département de Foundiougne et dans le marché de ruminants de Dakar. Il a par la suite
migré entre 2012 et 2013 vers le Nord-est (Matam) et le Sud-est (Tambacounda) du Sénégal.
Le second groupe issu de l’ancêtre commun (B4) est à l’origine des épidémies que nous avons
observées dans le département de Kaolack en 2012. Comme dans le cas précédent, certaines
souches de ce groupe sont d’abord retrouvées dans le département de Tambacounda en 2012
puis au marché de petits ruminants de Dakar en 2013 et enfin dans la localité de Sagabary
au Mali en 2014. Les souches de ce groupe partagent un ancêtre commun B3 avec le groupe
issu de B5 ; les souches du groupe B5 se sont retrouvées en Mauritanie en 2012, avant d’être
impliquées dans des nombreux foyers de PPR dans le sud du Sénégal dans les départements
de Tambacounda, de Vélingara, de Kédougou et dans le centre de la Guinée en 2013. En
2014, une souche de ce groupe sera à l’origine de 2 foyers de PPR dans les départements de
Kolda et de Tambacounda. L’analyse phylogéographique suggère que l’origine probable de
l’ancêtre commun des souches présentes au Sénégal, en Guinée et en Mauritanie est la région
Nord-ouest du Sénégal avec une faible probabilité postérieure de 0,56.
La distribution des souches virales correspond (1) aux mouvements internationaux de com-
merce et de transhumances animales, orientés dans la direction Ouest-Est, (2) à la mobilité
nationale, orientée dans la direction Nord-sud, plusieurs mouvements animaux s’opèrent





Un « Bayesian skyline plot » (Figure 4.14) a été généré pour l’ensemble des gènes N/H conca-
ténés des souches PPRV de lignée II échantillonnées dans le cadre de l’étude entre 2009 à
2014, afin d’analyser la diversité génétique des séquences au fil du temps. Sur cette période
relativement courte, la stabilité de la diversité est le reflet de la situation endémique de la
maladie, sans influence apparente d’un contrôle quelconque qui serait dû à l’augmentation
de l’impact de la vaccination, par exemple.
FIGURE 4.14 – Bayesian skyline plot
Figure 4.14 : Dynamique de la population du virus PPR lignée II en Afrique de l’ouest, montrant
le niveau de changement de la diversité génétique ainsi que sa constance dans le temps (de
2008 à 2014). Cette figure montre le Bayesian Skyline plot des gènes N/H concaténés des PPRV
lignée II échantillonnés dans la sous-région de 2009 à 2014. L’axe Y représente la diversité
génétique (Ne x t) où Ne est la taille effective de la population, et le temps de génération dans
l’hypothèse stricte de neutralité (considérant que cette méthode ne constitue pas un moyen
indépendant pour évaluer la puissance respective de sélection et dérive).
4.4 Discussion
Nous rapportons ici la première étude à grande échelle de la diversité génétique de PPRV
sur un large territoire centré sur le Sénégal. En effet grâce à un échantillonnage d’hôtes en
phase clinique sur une grande partie du Sénégal et ses pays frontaliers, Mauritanie, Mali,
Guinée et Côte d’ivoire, les séquences virales obtenues et celles déjà disponibles ont permis
d’estimer la vitesse d’évolution sur 4 années du PPRV dans cette région particulière d’Afrique.
Le Sénégal, d’où la majorité des souches proviennent, est un pays caractérisé par un élevage
pastoral ou sylvo-pastoral extensif et transhumant et où le brassage des populations de petits
ruminants est très important ce qui est un facteur de maintien de la maladie. Avec le focus
particulier qu’elle fait sur l’ouest africain, notre étude consolide l’histoire épidémique des
lignées virales et complémente celles basées sur le génome complet de souches de PPRV
isolées sur l’ensemble des territoires enzootiques de la maladie [110, 122]. Nous observons
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que la lignée II est majoritaire dans toute la zone géographique étudiée, une seule souche de
lignée I ayant été obtenue dans une localité du Mali, indiquant que cette lignée qui prévalait
historiquement dans tout l’ouest africain est quasi éradiquée. L’originalité de notre étude
réside dans le fait qu’elle est contemporaine à l’établissement de la lignée II dans son bassin
d’extension ouest africain car nous estimons à 2005 la date d’installation des premières
souches de cette lignée dans la zone d’étude.
Même si jusqu’ici, le manque crucial de données moléculaires disponibles pour la région était
une lacune sérieuse à la compréhension de la PPR, l’analyse que nous avons faite des données
maintenant disponibles présente cependant des limites liées à l’échantillonnage circonstanciel
effectué sur foyers. En effet la PPR fait l’objet d’une surveillance évènementielle qui se limite à
attendre les déclarations des éleveurs. De plus son caractère endémique provoque une certaine
lassitude de tous les acteurs du réseau épidémiologique [138], entrainant une sous-déclaration.
Tributaires également des échantillons disponibles des pays frontaliers du Sénégal, notre
échantillonnage a été de ce fait déséquilibré.
Notre étude s’est basée sur l’analyse de l’évolution des gènes N et H car ces gènes traduisent
deux protéines bien exprimées chez les Morbillivirus , l’une étant structuralement interne et
l’autre externe. La protéine N est la protéine majeure du virus avec des fonctions primordiales
dans la réplication et la transcription en association avec la L et la P. Le « fitness » (chances de
survie) à long-terme du virus est fortement associée au niveau d’expression du gène de N ;
plusieurs auteurs estiment que l’expression de ce gène a un effet primordial sur l’évolution
la protéine et donc du virus [166, 115, 123]. La protéine H est la clé d’entrée du virus dans
la cellule hôte et un déterminant antigénique majeur des Mononegavirales. En raison de
son interaction avec le système immunitaire de l’hôte et à la présence de plusieurs régions
hypervariables, la protéine H est supposée être soit sous sélection négative faible, soit sous
sélection positive plus forte que les autres protéines virales [123].
Chez le virus de la rougeole (MV), il a récemment été démontré qu’il existe une corrélation
étroite entre le taux évolutif du génome complet et ceux des gènes L, N et H. En outre les sé-
quences des gènes N et H sont les plus couramment utilisées pour la caractérisation génétique
des virus du genreMorbillivirus, bien que trop souvent sur une séquence partielle ; le gène L,
pour ce qui le concerne étant désavantagé par sa trop grande taille pour le séquençage [165].
Des méthodes phylogénétiques récentes ont été utilisées sur un jeu de données composé de
51 séquences N et H concaténées de PPRV. Le choix de concaténer ces séquences a été motivé
par la recherche d’un signal phylogénétique plus fort. Plusieurs auteurs recommandent de
concaténer les séquences moléculaires dans l’objectif d’avoir la plus fine phylogénie possible.
La concaténation a en effet prouvé sa capacité à induire un signal phylogénétique suffisant
pour résoudre des divergences profondes [69, 59, 39].
L’une des composantes qui permettent l’étude de l’évolution moléculaire est l’évaluation du
taux de mutations qui se définit comme une mesure de la vitesse à laquelle les différentes
mutations se produisent, certaines d’entre elles étant létales, d’autres au contraire conduisant
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à une meilleure adaptation de la progénie. Notre étude conforte celles de Muniraju (2014) et
de Padhi (2014) [110, 122], pour estimer le taux de substitution nucléotidique et restituer sur
l’échelle de temps l’ancêtre commun le plus récent des lignées PPRV circulant actuellement de
part le monde ainsi que pour l’estimation de la date d’apparition de chacune des lignées. Nos
analyses estiment le taux de substitution nucléotidique compris entre 1,06 x10-3 à 4,18x10-4
(subs/site/an), ce qui corrobore les taux estimés lors d’études semblables : 1.64 x10-3 à 2.13x10-4
(subs/site/an) sur les PPRV et 10-3 to 10-4 (subs/site/an) pour MV et les autres paramyxovirus
[110, 128, 58].
Le taux de substitution que nous avons observé dans le bassin de diffusion enzootique étudié
peut servir de référence pour de futures études. En effet, il a été démontré que les lignées
virales des régions épidémiques ont tendance à avoir des taux de substitution plus élevés
que ceux des régions endémiques, et les lignées circulants sur des populations ayant des taux
élevés de contacts ont tendance à avoir des taux de substitution plus élevés que ceux des
populations ayant moins de contacts [143]. De plus, dans le cas de MV, il semble qu’en cas de
circulation épidémique de la maladie sur une population vaccinée, le taux de substitution du
gène H peut être modifié à brève échéance et être ainsi un outil décisif pour des programmes
de surveillance épidémiologique et de contrôle [111].
Par ailleurs, cette vitesse d’évolution permet d’expliquer l’histoire très contemporaine de la
diversité génétique de PPRV actuellement sous 4 lignées, diversité acquise à partir de la fin du
19ème siècle. A partir de l’arbre phylogénétique MCC (figure 4.7) nous montrons que la lignée
III s’est séparée de l’ancêtre PPRV le plus proche vers 1900. La lignée I s’est ensuite séparée du
groupe restant (I, II, IV) en 1905 et les lignées II et IV se sont séparées en 1928. Les TMRCA
estimés dans cette étude et ceux des études similaires menées récemment par Muniraju et al.
2014 et Padhi et al. 2014 [110, 122] sont présentés dans le tableau 4.8.
Les dates estimées du TMRCA et de divergence de la lignée III sont similaires d’une étude à
l’autre. Elles s’accordent sur le début du XXème siècle quel que soit le jeu de données utilisé,
avec des intervalles de confiance assez similaires entre eux qui se démarquent de ceux obtenus
avec les génomes entiers couvrant plus de 200 ans [110]. Ce large intervalle s’explique par la
taille réduite de l’échantillonnage de cette étude qui n’a concerné que 12 génomes entiers.
Nous estimons à 1905 la date de l’évènement de spéciation de la lignée I en deux autres lignées
II et IV alors que Muniraju et al. 2014 [110] l’estime à 1939 ; néanmoins les intervalles de
confiance entourant ces valeurs sont quasiment semblables. De même, nous estimons à 1928,
l’évènement de spéciation où les deux dernières lignée II et IV divergent tandis que Muniraju
et al. 2014 [110] la situe à 1956 avec des intervalles de confiance assez semblables.
Notre étude montre que la diversité génétique couramment observée prend son essor à une
date que nous estimons pour la lignée II être vers 1962 et celle de la lignée III est estimée par
Muniraju et al. 2014 à 1956 [110]. Pour notre part n’ayant pas assez d’informations moléculaires
sur la lignée III, nous n’avons pu estimer sa date de divergence. Par ailleurs, tous les auteurs
s’accordent pour dire que lignée IV acquière sa diversité génétique actuelle à partir de 1985
73
Chapitre 4. Reconstruction des mouvements géographiques des PPRV
TABLE 4.8 – Tableau de comparaison des dates des ancêtres communs (TMRCA)
Date de spéciation des lignées
Lignée III
(TMRCA PPRV)
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mais avec des intervalles de confiance assez faibles. On peut rappeler que le premier PPRV
caractérisé comme tel, car confondu jusqu’alors avec le RPV en Inde l’a été en 1989 [147].
Les résultats de l’horloge moléculaire et de l’arbre phylogéographique rapportés ici indiquent
clairement que la lignée II maintenant enzootique en Afrique de l’ouest prend son origine au
Nigéria comme le montre son lien à l’une des anciennes souches de lignée II récoltées dans
les années 70 [161] dans ce pays, représenté ici par la souche Nig 76/1 (Figure 4.7). La figure
4.7 peut également être utilisée pour estimer le temps mis par la lignée à s’exporter du Nigéria
à l’ouest africain. Nous estimons que l’entrée dans l’extrême ouest de l’Afrique de la lignée II,
maintenant à l’origine de la majorité des épidémies, s’est faite à partir d’une zone centrée sur
le Nigéria et se situe dans une fourchette comprise entre 2000 et 2008, l’ancêtre commun des
souches récentes étant daté à 2004. Il aura fallu environ 28 ans pour que la lignée II chemine
jusqu’aux frontières du Sénégal. Cependant les âges de ces événements d’entrée et de sortie
peuvent être surestimés par manque d’échantillonnage.
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Il se trouve qu’ayant utilisé la souche Côte d’Ivoire 2009, dans le scénario évolutif, elle se place
en position intermédiaire entre la souche historique du Nigéria et les souches nouvellement
étudiées. Mais ce lien n’est pas statistiquement solide et est fragilisé également par le poids
du sur-échantillonnage au Sénégal. Certains auteurs s’accordent à dire qu’il est souvent
très difficile d’estimer l’origine géographique des virus lorsque les régions suffisamment
proches du territoire étudié sont sous-représentées [110]. Un point plus détaillé de la situation
régionale aurait pu être réalisé avec un nombre plus important d’échantillons équitablement
répartis dans le temps et dans l’espace. Les moyens financiers adéquats, une plus grande
implication des différents acteurs de la filière petits ruminants, voire des raisons d’insécurité
peuvent être invoqués. A titre d’exemple notre étude n’a pas concerné la basse Casamance au
sud-ouest du Sénégal pour cette dernière raison.
Les mouvements trans-africains à l’origine du déplacement est-ouest de la lignée II trouvent
leur origine dans le commerce de bétail à la croisée des frontières, une évidence économique
et culturelle en Afrique de l’Ouest. Une étude récente sur le risque potentiel de diffusion
des maladies à l’échelle régionale par le commerce de bétail transfrontalier entre le Togo, le
Burkina Faso, le Ghana, le Bénin et le Nigeria [38] confirme cet état de fait. Les animaux de
tous ces pays qui se retrouvent sur les marchés du Nord Togo pendant la saison sèche sont
en nombre presque égal au quart de la population de bovins résidents. Il est possible que
certains animaux proviennent même de plus loin, comme le Mali ou le Niger. Par ces marchés
à bestiaux, des pays non limitrophes sont potentiellement reliés épidémiologiquement par
des routes commerciales.
Nous avons mis en évidence le rôle de dissémination virale joué par les plus grandes zones
d’élevages du Sénégal que sont la région de Dakar, du Bassin arachidier, de Tambacounda et
de Matam. On note d’une part une circulation de souches de la même lignée II de PPRV au
Sénégal, au Mali, en Guinée et en Mauritanie ; et d’autre part une co-circulation des lignée I
et II au Mali. Un tel phénomène de co-circulation entre 2 lignées a été récemment observé
au Nigéria, mettant en évidence l’introduction et la large distribution des souches de lignée
IV proches de celles identifiées en 1997 au Cameroun[80], dans un pays ou la lignée II était
historiquement établie [168].
L’analyse phylogéographique et la distribution spatio-temporelle au Sénégal nous ont permis
de reconstituer l’histoire évolutive récente des souches de PPRV nouvellement décrites. Nous
avons constaté sur la période de 2010 à 2012 que l’activité virale dans la région de Dakar,
appelée région nord-ouest, suit une migration vers le sud-est du pays, sur la période de 2013
à 2014, un mouvement nord-sud avec l’épicentre des foyers localisé dans le sud. De tels
mouvements pourraient se justifier par la structure en entonnoir des flux de l’élevage au
Sénégal [30] où les mouvements est-ouest et sud-ouest via la route nationale 1 et le chemin de
fer vers la région de Dakar tendent à constituer un lien épidémiologique fort entre la région
particulière de Dakar avec le reste du Mali et donc explique l’afflux de lignée II à l’extrémité
de la péninsule de Dakar. Cependant au niveau local il semble exister un reflux ouest-sud
et un mouvement nord-sud dû à l’activité de transhumance (incluant aussi la Mauritanie)
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et des marchés de Dahra, Tambacounda et de Matam. Ces mouvements animaux s’opèrent
également entre département voisins à travers la prolifération des marchés hebdomadaires
appelés “louma”. Une situation similaire où l’on retrouve une superposition des mouvements
viraux/animaux avait déjà été décrite dans certains pays endémique de PPR [15].
Des campagnes de vaccination annuelles et régulières sont organisées par l’Etat et exécutées
par la direction des Services Vétérinaires (DSV). Cependant leur efficacité est très limitée,
seulement 2 millions de doses sont utilisées pour un effectif estimé à 10 millions de tête.
La vaccination n’a apparemment pas d’effet sur la variation dans le temps de la diversité
génétique virale. Il est observé qu’elle est constante sur la courte période de 2009 à 2014, et
cette stabilité est le reflet de la situation endémique de la maladie, sans influence apparente
d’un contrôle quelconque qui serait dû à l’augmentation de l’impact de la vaccination, par
exemple. Cela pourrait se justifier par la mise en place récente des campagnes nationales
de vaccination PPR au Sénégal (2002) et par le faible taux de couverture vaccinale réalisé
annuellement [48].
Par ailleurs, au Sénégal, l’absence d’identification et de traçabilité animale rend difficile
l’évaluation de la couverture vaccinale et son amélioration. Le taux de couverture vaccinale
annoncé en fin des campagnes annuelles est inférieur à 20% depuis près de 14 ans [48]. Notons
que ces calculs de taux annuels ne tiennent pas compte les effectifs préalablement vaccinés
alors même que la vaccination produit une immunité sur la vie économique de l’animal. On
pourrait suggérer que pour un effectif des petits ruminants constant (10 millions de têtes) et
avec un taux de renouvellement annuel de 30%, une stratégie de vaccination avec marquage
du cheptel à une année A0 (soit 10 000 000 de doses) suivie de campagnes annuelles pour
vacciner les 30% d’animaux renouvelés (soit 300 000 doses) pourrait permettre un maintien du
taux de couverture vaccinale au-delà de 90% et empêcher toute circulation de PPRV. Toutefois
une telle stratégie nécessite une volonté politique ferme appuyée par des moyens financiers
appropriés.
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L’étude précédente a permis à partir des gènes entiers concaténés de la nucléoprotéine et de
l’hémagglutinine d’estimer la vitesse d’évolution des PPRV sur 4 années dans l’ouest africain.
Ces gènes se sont révélés être de bons marqueurs phylogénétiques car porteurs d’information
génétique permettant d’établir les circuits de diffusion des virus et leurs hôtes. Les études sur
l’évolution moléculaire partagent toutes un objectif commun, celui d’élucider les relations
historiques entre différentes espèces en utilisant des marqueurs moléculaires polymorphes.
Celles-ci sont cependant limitées par l’insuffisance de résolution phylogénétique due entre
autres à la taille des marqueurs moléculaires utilisés.
Les progrès récents observés dans le séquençage massif de l’ADN, ont été qualifiés de techno-
logies révolutionnaires par la communauté scientifique. Il est désormais possible d’obtenir
rapidement de très grandes quantités de données de séquences, et de mettre en commun
grâce au multiplexage, plusieurs échantillons à séquencer [152].
Les virus à ARN de par leur petit génome peuvent être avantagés pour l’utilisation des tech-
nologies NGS, cependant la très faible proportion de l’ARN viral par rapport à celui de l’hôte
entrave fortement les projets de séquençage de ces génomes viraux. Concernant le PPRV,
seules 15 séquences de génomes complets de souches représentatives ont été séquencées
jusqu’ici en utilisant la méthode de Sanger et publiée par différents auteurs.
Dans ce chapitre nous présenterons les premiers travaux de séquençage Illumia sans à priori
et à très haut débit des PPRV provenant d’échantillons cliniques ou d’isolats viraux. Nous
décrivons ici une méthode simple et efficiente de préparation d’ARN viral, sans utilisation
d’ultracentrifugation, ni de filtration ou de protocole d’enrichissement viral.
Trente virus de PPR ont été recueillis de 2010 à 2014 au Sénégal, au Mali, en Guinée, en
Mauritanie, en Algérie et aux Comores. Le séquençage à haut débit sans à priori de ces souches
a permis d’obtenir 16 génomes complet sur les 30 échantillons, après alignement des lectures
sur la séquence d’un génome de référence.
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La stratégie de séquençage présentée dans ce travail permet de séquencer simultanément les
génomes complets de toutes les lignées de PPRV et à moindre coût. En incluant nos séquences
obtenues dans les bases de données publiques, nous augmenterons considérablement la
quantité de données génomiques disponibles pour des PPRV circulant dans le monde et
surtout au Sénégal. Cela contribuera significativement à l’étude de l’évolution phylogénétique
des souches de PPRV en utilisant des méthodes d’inférence robustes pour soutenir la prise de
décision dans une approche optimisée de contrôle de la PPR.
Ce travail a été réalisé en étroite collaboration avec l’Ecole nationale vétérinaire de Toulouse. Il
a fait l’objet de deux publications, la première en cours de soumission (Partie 5.1) et la seconde
publiée dans Genome Anouncements en septembre 2014 (Partie 5.2).
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5.1 Next generation sequencing of peste des petits ruminants viruses
belonging to lineages II, III and IV
Salami H, Croville G, Kwiatek O, Mariette J, Klopp C, Valière S, Guérin JL, Lo M, Thiongane Y,
Albina E, Libeau G.
Abstract
Background : Peste des petits ruminants is a highly infectious transboundary disease of small
ruminants. Despite this, only 15 complete genome sequences of representative strains have
been sequenced and published using the Sanger method. Due to the relatively low abundance
of viral RNA in relation to host RNA, RNA viruses have proved relatively difficult to sequence
using next generation sequencing (NGS) technologies.
Methodology/Principal findings : Thirty viruses were collected from 2010-2014 in Senegal,
Mali, Guinea, Mauritania, Algeria and Comoros and analysed. For 16 out of the 30 samples,
PPRV full genome sequence was successfully obtained using a semi-automated sequencing
method and assembly of reads with a software package for mapping against a reference
genome.
Conclusion significance : The sequencing strategy presented in this work allows for PPRV
genomes to be sequenced simultaneously and with low cost. By including the sequences
obtained in this study in the public databases, we have significantly increased the amount of
genomic data that is available for PPRV circulating over the world especially in Senegal. This
should greatly help for the comprehensive phylogenetic evolution of PPRV strains using robust
inference methods to support decision making in an optimized approach of PPR control.
Introduction
Peste des petits ruminants is a highly infectious transboundary disease of small ruminants
that affects mainly sheep and goats and small wild ruminants. This notifiable disease to the
World Organization for Animal Health (Office International des Epizooties, OIE) [Albina et
al., 2013] imposes considerable economic losses in much of the world with effects on food
security and animal products. Thus PPR has been proposed as the next animal disease to be
eradicated after rinderpest (FAO, 2013).
The cause of PPR peste des petits ruminants virus (PPRV) belongs to the Morbillivirus genus,
Paramyxoviridae family, and has a negative-sense single-stranded RNA genome of about
15.9 kilobases. The genome encodes eight proteins, nucleocapsid (N), phosphoprotein (P),
matrix (M), fusion (F), hemagglutinin (H), a large RNA-directed RNA polymerase (L), and
two additional non-structural proteins, V and C, generated by RNA editing during P gene
transcription [Minet et al., 2009].
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All phylogenetic analyses undertaken to date reveal four distinct lineages whether based on the
partial F or N protein genes of PPRV (Shaila et al., 1996 ; Dhar et al., 2002 ; Kwiatek et al., 2007).
Thus most epidemiological and evolutionary studies reported worldwide for PPRV have been
based on the analysis of both of these genes. Those studies have provided a significant number
of small fractions (less than 300bp) from different PPRV strains and only 15 complete genome
sequences of original PPRV strains have been published (Muniraju et al, 2014 ; Dundon et
al., 2014 ; Muniraju et al, 2013 ; Bao et al., 2011 ; Chard et al., 2008 ; Bailey et al., 2005), 12 of
them were analysed to gain a better understanding of the evolutionary and epidemiological
dynamics of PPR virus throughout endemic regions (Muniraju et al., 2014).
Lack of high resolution of sampling of host populations and lack of efficient sequencing
methods available for PPRV has contributed to the limited knowledge of PPRV evolution and
at genome level.
This work was performed in an effort to develop cost-effective approach to sequence the whole
genome of the PPRV describing a robust, simple, reliable methodology to obtain full genome
sequences from original clinical material and cultured samples. Thus our work significantly
increases the amount of complete genomic data publicly available.
Materials and Method
Biological samples Samples consisted of ocular swabs and lungs collected from sick sheep
and goats with suspected PPR and also isolated viruses on CHS cell culture (Adombi et al.,
2011). Lung samples (0.5 g) were ground in 2 ml of MEM medium, and then clarified by
centrifugation (5000 g, 3 min, 4˚C). Flasks with isolated viruses were harvested after three
cycles of freezing (-70˚C) and thawing (37˚C). Cells and supernatants were then centrifuged
for 10 minutes at 1500 rpm at 4 ˚C. Aliquots of 500 µl of supernatant of two viral suspensions
were stored at the (-80 ˚C).
Sample purification by immunocapture This protocol was inspired from the Immucapture
Elisa technique developed by Libeau (1994). Immunocapture step allows getting reed of the
chemical step of viral RNA extraction while reducing cellular contaminants from the biologi-
cal sample. Anti N-PPRV antibody coated PCR tubes (prototypes developed by IDVet) were
incubated with 150µl of aliquoted viral suspensions. Antibody captured viral nucleoprotein
went through a series of 6 washes with 170 µl of MEM medium to eliminate cell debris and
non-captured virus particles. Captured nucleoprotein containing the viral RNA was released
from tube walls by adding RAV1 solution (RNA / DNA isolation Macherey Nagel kit), then
heated at 70˚C for 10 minutes. Viral RNA was extracted in 50µl of water according to the
manufacturer’s instructions.
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PPR RNA template quantification versus the b-Actine housekeeping gene by One-step Real
Time PCR-Taqman Protocol Quantification of RNA templates extracted from samples or
viral solutions was carried out using the AgPath.ID one-step RT-PCR kit (Applied Biosystem)
according to the quantitative RT-PCR protocol (qRT-PCR) developed for PPR diagnosis (Kwiatek
O 2010). PPR viral load was expressed in copies/reaction using a standard curve obtained
using tenfold serial dilutions of a PPR transcript. The contamination of the extracted RNAs by
the b-Actine housekeeping gene was measured in Ct values according to a modification of
the previously published protocol (Toussaint et al, 2006) using AgPath.ID one-step RT-PCR kit
(Applied Biosystem).
RT-PCR and amplification products purification Viral RNA was retro-transcribed using
primers with randomized 3’ ends and tags on the 5’ UTR (Victoria et al., 2009) at 5’ extremities
of cDNA. For reverse transcription, 7.5 µl of viral RNA was mixed with 0.1 nmol of tagged
random hexamer primers and incubated for 5 min at 65˚C. Then, 4 µl of 5X reaction buffer
(ThermoFisher Scientific, Carlsbad, CA) was added to this mixture at the same time as 0.5
µl of RNase Out (Life Technologies, Carlsbad, CA), 20 nmol of deoxynucleoside triphosphate
(dNTP) solution (Finnzymes, Espoo, Finland) and 1 µl of RevertAid reverse transcriptase
(ThermoFisher Scientific). The reaction volume was completed to 20 µl with distilled water.
The RT reaction was performed at 42˚C for 60 min and terminated by heating at 70˚C for 10
min.
The second strand cDNA was synthesized by mixing 10 µl of cDNA with 50 pmol of the
same tagged random hexamer primers as previously used, 3 µl of 10X React 2 Buffer (Life
Technologies), 0.5 nmol of dNTP solution, 0.5 U of Large Fragment of DNA Polymerase I (Life
Technologies) and water to make a total volume of 30 µl. The incubation step was performed
at room temperature for 60 min.
The PCR mix was prepared and contained 33 µl of distilled water, 10 µl of 5X buffer (Thermo-
Fisher Scientific), 10 nmol of dNTP solution (Finnzymes), 10 pmol of primer (corresponding
only to the tag previously used), 5 µl of the double stranded cDNA and 2 units of Phusion High-
Fidelity DNA polymerase (ThermoFisher Scientific). The amplification program consisted of a
first 30 s step at 98˚C followed by 40 cycles with the following conditions : 98˚C for 10 s, 65˚C
for 20 s, and 72˚C for 30 s. The program ended with 1 step at 72˚C for 10 min.
The amplification products were separated by electrophoresis using 1% agarose gel. Observed
bands around 300 bp were excised from the gel and purified using the QIAquick Gel Extraction
(Qiagen, Courtaboeuf, France) according to the manufacturer’s protocol. These PCR products
were eluted into 50 µl of distilled water and subsequently used for the MiSeq sequencing. The
Qubit® and NanoDrop® instruments may be used together to determine RNA or DNA concen-
tration—the Qubit® Fluorometer for accurate quantification of the target molecule and the
NanoDrop® spectrophotometer to indicate contaminants. We measured DNA concentration
from the PCR products based on these two instruments.
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MiSeq sequencing and bioinformatic analysis DNA libraries were constructed using the
BiooScientific PCR-free DNA sequencing kit (Bioo Scientific, Austin, TX) with slight modi-
fications : no sonication was done on RT-PCR fragments. Libraries were then quantified by
quantitative PCR using the KAPA Library Quantification Kit (Kapa Biosystems, Wilmington,
MA) to obtain an accurate quantification. Sequencing has been performed on a MiSeq (Illu-
mina, San Diego, CA) sequencer using a paired-end read length of 2x300 pb with the Illumina
MiSeq reagent Kits v3 (Illumina).
We initially generated 40 million reads of about 150 nucleotides in length for this study. Consi-
dering different criteria such as quality, 39.23% of the generated reads were filtred and deleted
using Illumina CASAVA-1.8 FASTQ Filter (http ://www.illumina.com/). A total of 24 million
reads were finally obtained.
Reads were then demultiplexed and sorted by tag and the sequences corresponding to each
PPR sample were pooled in a unique fastq file. The trimming of the tag sequence was perfor-
med and the overlapping reads were assembled into contigs.
The remaining reads were aligned against the reference genome (accession number KM212177
using bwa (Li and Durbin, 2009) then sorted and indexed with the SAMtools (Li et al., 2009)
software package. The resulting files were finally displayed within the IGV browser (Robinson
et al., 2011). The consensus sequences were computed with the SAMtools software package.
Missing regions The coverage quality of the consensus sequences depends upon the quality
of continuous sequences generated by aligning overlapping sequencing reads. Data set was
affected by the size and continuity of contigs, causing the presence of gaps in consensus
sequences. After bioinformatics analysis, the remaining nucleotides gaps (between 5 to 14%
of those genomes) were filled using conventional reverse transcription and sequenced using
specific primers (Table 5.1, Cogenics, United Kingdom). The nucleotide sequences of the 3’
leader region and the 5’ trailer region were determined by rapid amplification of cDNA ends
(RACE, Roche) using specific primers binding in the leader and trailer sequences and poly(A)
tailing using terminal transferase (TdT) and dATP. Then, the completed genome was realigned
against the reference genome (KM212177).
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TABLE 5.1 – List of specific primers
Results
In this work a total of 30 samples were sequenced. Among the full genomes obtained, 11 out of
22 were swabs samples, 4 out of 7 were tissue samples, and one sample was an isolated virus
in which the viral nucleocapsid was captured in a previous step as described in Material and
Methods.
A total of 24,000,000 reads were obtained from the 30 multiplexed samples. PPR reads repre-
sented 4.3% of total reads namely, 1,033,754 sequences of 150 bp (reads). Therefore for 16
of the 30 samples, we were able to assemble contigs covering the majority of the genome
sequence but with remaining small gaps throughout this genome. The coverage of the 16
genomes reached 75% to 96% of the total genome length.
Analysis of alignment of genomes shows that : i) for all genomes, 5’ ends containing the trailer
are missing ; ii) gaps are distributed unevenly on the genome ; iii) regions between 1800 and
2600 bp and between 4400 and 6500 bp are those containing most of the gaps ; iv) for half of
the genomes studied 3’ ends containing the leader are also missing. Number of reads assigned
to each sample is included in Table 5.3. Among the 3 constituted libraries, tag G and H were
able to generate a better amount of reads and therefore induced a better percent of coverage of
the genome. Conventional sequencing was used to cover the gaps up to 100% of the genomes.
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Table 5.2 summarizes the number of full genomes generated in this study according to the
type of sample analysed. All these sequences are made publically available (ongoing).
TABLE 5.2 – Number of full genomes generated according to the type of sample analysed
The Comoros-2012 strain of PPR, isolated on cell culture then immunocaptured, generated a
sequence with 94% coverage of the full genome (Figure 5.1). Figure 5.2 shows a representation
of gaps in alignment of genomes with the reference genome. Genotyping, according to a
previous publication using the 5’ end of the N gene, classified the full genomes obtained into
lineages II, III and IV (out of the four PPRV lineages).
The genome organization of all 16 consensus genomes was consistent with previously publi-
shed sequences for PPRV, with a size of 15,948 nt, fulfilling the “rule of six” and a gene order
3’-N–P/V/C-M-F–H-L.
FIGURE 5.1 – Read coverage of PPRV strain of Comoros 2012 on the reference genome
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FIGURE 5.2 – Sequences alignment from the 16 genomes against the reference sequence
(sample 1 representing virus strain SnDk11I13, lineage II), Samples 16 and 17 respectively
represent the strains of Comoros and Algeria (lineage III and Lineage IV) , other strains belong
to lineage II
TABLE 5.3 – Results obtained from the analysis of 30 samples (samples coloured in yellow were
sequenced above 70% of their genome length)
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Discussion
We report the successful development of a strategy for whole genome sequencing for PPRV.
Although full genomes are already published for this virus (Muniraju et al, 2014 ; Dundon et al.,
2014 ; Muniraju et al, 2013 ; Bao et al., 2011 ; Chard et al., 2008 ; Bailey et al., 2005), we describe
here the first use of the Illumina technology for PPRV sequencing. We applied this technology
on two types of clinical samples collected on diseased animal, swabs and tissue sample, while
one sample was an isolated virus on cell culture.
Complete genomes sequencing of PPRV by the Illumina method yielded 16 genomes which
were complete above 70%. PPRV specific sequences represented 1,033,754 out of 24 million
sequences of 150bp, meaning only 4,3% of sequences. All 30 multiplexed samples were expec-
ted to provide a minimum level of 35,000 sequences of 150 bp per sample, on the basis that
a genome of 16,000 bp represents 106 sequences of 150 bp to ensure 100% coverage. If the
number of reads we obtained were evenly distributed along genomes we could theoretically
sequence all 30 complete genomes with a reading depth of 330 X along the full genome length
(Tableau 5.3).
Our results show that distribution of reads per sample genome is very unbalanced and non-
homogeneous between samples. Full genome generation was not dependent either of the
viral load as quantified initially, or of the concentration of tagged PCR amplified products.
Several reasons may account for his result : (1) Quality of viral RNA of samples ; indeed, these
samples were frozen and thawed and may have contained degraded viral RNA, which also
explains difficulty encountered to sequence the entire genes by conventional PCR based
on pairs of specific primers ; (2) Effectiveness of tagged random primers, two of them H
and G have alone generated 2/3 of the PPR reads achieved. Reasons of the effectiveness on
amplification of these tags are not well understood. (3) Inaccessibility of mainly two regions
on the genome explaining the lack of corresponding sequences. (4) Absence of purification
step in our methodology, except for one strain (Comoros-2012) and use of high throughput
technology based on primers with randomized 3’ ends could explain 95.7% of non-specific
sequences obtained.
Due to the low percentage of viral RNA in relation to host RNA in any given sample, obtaining
the required quantity of viral RNA can be difficult. Therefore, isolate Comoros-2012 was
depleted from cellular RNA by capturing the nucleocapsid wrapped around the genome using
a specific monoclonal ; for this strain the best genome coverage was obtained (93%) as well as
sufficient reads (5477) and depth of viral read coverage (50X) (Figure 5.1).
These last results may be also due to the initial high viral load of the isolate and performance
of the immunocapture technique on this type of easily purifiable sample. (5) 5’ and 3’ genomic
ends were mostly under-represented in the viral reads obtained. A variety of reasons may be
used as comforting explanation, including trimming and assembly processes of reads of in
silico programs as well as biological effects such as an over-representation of coding sequences
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by mRNA transcripts and also effect of the truncated defective interfering particles (Marston
et al., 2013).
The requirement to control the quality of RNA template was investigated using quantitative
PCR targeting a small region of the genome, approximately 100 bp. Although satisfactory, the
results obtained did not however guarantee the quality of the entire genome. Quantification
of cDNA template was investigated through the Nanodrop and the Qubit that were seen as
reliable equipment measuring PCR products but gave rather different results.
We did not use the bioanalyser in our study but the benefit of this instrument is to allow
visualization of the quality and quantity of the template. A consensual method must therefore
be found to measure the concentration of PCR products. We investigated PPR field cases and
identified causal viruses using high-throughput sequencing based on random primers with
relatively low efficacy, 4.3% of specific reads.
Use of specific primers will certainly improve that performance. Similarly, the use of primers
situated near the genomic termini during the cDNA synthesis stages can certainly improve
the number of termini sequences, but may not completely resolved the problem (Marston et
al., 2013). As we adopted a metagenomic approach to study the small ruminant samples, a
mass of data remain to exploit.
Among the generated sequences, a large proportion of them, 95.7% was not exploited. All these
sequences may represent either opportunistic pathogens and also highlight the complexity
of PPR co-infection or even the discovery of new infectious pathogens identified with a
metagenomic approach.
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The recurrent emergence and spread of peste des petits ru-minants virus (PPRV) in recent years have been associated
with high losses of goat and sheep livestock. In addition to the
highly contagious nature of the disease, the rapid spread is
attributed to a combination of factors, including human pop-
ulation growth, increased trade, and exchanges of animals and
limited implementation of control measures against the dis-
ease. The huge health and economic impacts of the disease and
the existence of a highly effective vaccine have resulted in rec-
ognizing PPRV as the next animal disease to be eradicated after
rinderpest.
Analyses of pathological samples collected during different
PPR outbreaks in Senegal since 2010 have disclosed the prom-
inent spread of lineage II instead of lineage I, which was for-
merly the dominant, if not the unique, lineage found in West
Africa (1–3). The PPRV genome described here is derived from
direct analysis of an eye swab sampled from a goat exhibiting
typical clinical symptoms. PPRV whole RNA was extracted
from the expurgated swab by using the Viral DNA/RNA isola-
tion kit (Macherey-Nagel) and then processed for next gener-
ation sequencing. In brief, first and second strand synthesis and
random PCR amplification were performed. PCR products
were purified and processed for high throughput sequencing
with a MiSeq sequencer (Illumina, San Diego, CA) using a
paired-end read length of 2300 nucleotides (nt) with the Il-
lumina MiSeq reagent Kits v3 (Illumina).
After bioinformatics analysis, the remaining nucleotides gaps
(4.72% of the genome) localized in N, M, F, and L were filled using
conventional reverse transcription and sequenced using specific
primers (Cogenics, United Kingdom). The nucleotide sequences
of the 3= leader region were determined by rapid amplification of
cDNA ends (RACE) (Roche) using specific primers binding in the
leader sequence and poly(A) tailing using terminal transferase
(TdT) and dATP. Then, the completed genome was realigned
against the reference genome (X74443).
Genotyping, according to a previous publication (4) using
the 5= end of the N gene, classified the present field strain into
lineage II (out of the four PPRV lineages). The genome orga-
nization of the strain SnDk11I13 is consistent with previously
published sequences for PPRV, with a size of 15,948 nt, fulfill-
ing the “rule of six” and a gene order 3=-N–P/V/C-M-F–H-L-
5=. It shares high identity (99.2 to 99.9%) on the complete N
gene with other strains sampled in various locations in Senegal
during 2010 to 2014. All these strains without exception belong
to the same lineage II.
There are currently 11 full genomes of PPRV available, in-
cluding two vaccine strains, but only 1 is from lineage II (Ni-
geria 1976 strain). We believe that the availability of more
whole-genome sequences as well as relevant epidemiological
data related to sampled animals will provide the discriminatory
skills needed to establish the diversity of field strains and facil-
itate source tracking.
Nucleotide sequence accession number. The complete ge-
nome sequence of the SnDk11I13 PPRV strain is available at Gen-
Bank under the accession no. KM212177.
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5.3 Synthèse
Ce chapitre est une ouverture sur l’utilisation d’une résolution maximale comprenant des gé-
nomes complets dans l’analyse de la diversité moléculaire. Il décrit nos travaux de séquençage
”de génomes complets” des PPRV par la technologie Illumina Mi-seq à partir d’ARN provenant
d’échantillons de terrain.
Ce nouvel angle de recherche permet de s’affranchir de l’isolement et de la culture des souches
virales et, de facto, d’avoir accès aux séquences en acides nucléiques. Une mise au point des
techniques de multiplexage des librairies s’avère cependant nécessaire afin d’optimiser la
couverture des génomes. En effet, nos résultats montrent que la distribution des lectures par
génome est non-homogène et assez déséquilibrée au sein des échantillons. La production des
génomes complets n’était pas dépendante de la charge virale initialement quantifiée et de la
concentration des produits PCR tagués.
Par ailleurs, une importante masse de données parmi les séquences générées (95%) reste
à exploiter au cours d’études complémentaires. Cela n’a pas été réalisé faute d’expérience
en gestion bioinformatique des mégadonnées. L’augmentation des quantités de données
générées et la puissance des algorithmes d’analyse amélioreront sans doute très rapidement
la pertinence et l’accessibilité de ces outils permettant la détection et la caractérisation des
virus, ainsi que le séquençage complet de leur génome.
En ce qui nous concerne, la disponibilité des génomes complets ainsi que celle des données
épidémiologiques peuvent fournir une résolution phylogénétique maximale pour établir la
diversité des souches sauvages de PPRV et faciliter leur traçabilité.
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La lutte contre les maladies animales transfrontalières est un énorme défi pour le dévelop-
pement des productions animales en Afrique. La PPR constitue la maladie virale la plus
meurtrière des ovins et des caprins. La surveillance et le contrôle de cette maladie reposent
avant tout sur un diagnostic clinique et une confirmation au laboratoire. Dans les pays endé-
miques de PPR où la surveillance épidémiologique est de type événementiel, les foyers sont
largement sous-déclarés. Ce processus de déclaration suivi de diagnostic est pourtant essentiel
pour caractériser les souches virales présentes dans ces régions car il donne la possibilité de
comprendre l’écologie des virus responsables et d’établir les hypothèses épidémiologiques de
leur transmission et de leur circulation. Cependant dans les pays tropicaux d’élevage extensif,
dans lesquels l’identification et la traçabilité animale sont inexistantes, il est extrêmement
difficile d’établir les circuits de diffusion des animaux et des virus.
Ces raisons nous ont conduit à utiliser la diversité génétique du virus comme marqueur
de diffusion épidémiologique. Nous avons dans un premier temps exploité la variabilité
génétique du PPRV observée sur les courts fragments du gène de la nucléoprotéine pour
mettre en évidence la prédominance de la lignée II de PPRV dans l’ouest-africain. L’utilisation
de cette région génétique variable est toutefois restreinte lorsqu’il s’agit de discriminer les
souches d’une même lignée et établir leur histoire évolutive.
Dans un second temps, nous avons axé notre étude sur des gènes entiers pour retracer les
processus de transmission des souches virales dans la sous-région Ouest-africaine. Une étude
à grande échelle de la diversité génétique de PPRV sur un large territoire centré sur le Sénégal a
ainsi été entreprise. La vitesse d’évolution de PPRV est telle que la diversité génétique actuelle,
sous 4 lignées, est une histoire très contemporaine acquise à partir de la fin du 19ème siècle.
Aussi, les informations moléculaires obtenues à partir des souches de PPRV prélevées sur 4
ans, de 2010 à 2014, ont permis d’estimer la vitesse d’évolution de ces virus. Cela montre qu’il
est possible, sur une période aussi courte d’établir les divergences génétiques récentes des
PPRV, d’estimer leur date d’apparition au Sénégal et de reconstruire de façon détaillée leurs
mouvements dans cette région particulière d’Afrique. L’originalité de notre étude réside dans
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le fait qu’elle est contemporaine à l’établissement de la lignée II dans son bassin d’extension
ouest africain car nous avons estimé à 2005, la date d’installation des premières souches de
cette lignée dans la zone d’étude. Les mouvements trans-africains à l’origine du déplacement
est-ouest de la lignée II trouvent leur origine dans le commerce de bétail à la croisée des
frontières, une évidence économique et culturelle en Afrique de l’Ouest.
Ces résultats constituent un outil de prise de décision pour les institutions régionales en
charge de la surveillance et du contrôle de la peste des petits ruminants. Ils impliquent la mise
en place d’une stratégie de lutte régionale voire mondiale à l’instar de celle qui fut menée
pour l’éradication de la peste bovine. La PPR a été récemment désignée par l’OIE et la FAO,
comme la prochaine maladie animale devant être éradiquée. En prélude à cette éradication,
une amélioration du contrôle de la maladie pourrait en diminuer l’incidence dans les zones
atteintes. Le constat actuel est que les 4 lignées virales sont présentes en Afrique, avec une forte
prédominance des lignées II et IV acquise à la faveur d’une conquête rapide des territoires
et au détriment des lignées I et III que l’on pense en voie de disparition. Un tel phénomène
pourrait s’expliquer par une intensité des mouvements animaux en Afrique subsaharienne
associée à une virulence plus forte des lignées II et IV maintenant présentes dans de vastes
zones.
L’observation dans l’ouest africain d’une diversité génétique de la lignée II dont l’ampleur
n’évolue pas sur 5 années, traduit une situation d’équilibre marquée par l’endémicité de la
maladie avec un impact négligeable de la mortalité ou des mesures de lutte prises localement
contre la maladie. Pour impacter durablement la persistance du virus, une stratégie de lutte
crédible doit être basée sur (1) un recensement animal exhaustif, accompagné d’un marquage
des animaux, (2) une vaccination de masse du cheptel régional suivi de campagnes de vac-
cination ciblées et régulières, (3) du respect des closes sanitaires incluses dans les accords
inter-étatiques de transhumance et de commerce animaux. De grands programmes inter-
nationaux sont annoncés pour le contrôle et l’éradication des maladies virales considérées
comme priorités internationales (PPR, FMD, rage. . . ). Il appartient donc aux responsables de
la santé animale de (1) développer une approche intégrée et interdisciplinaire pour répondre
aux questions d’épidémiologie classiques et moléculaires ; (2) faire évoluer le concept « One
Health » pour conjuguer les compétences dans les domaines de santé humaine et animale ;
(3) développer et utiliser de nouveaux outils pour des systèmes de surveillance et de contrôle
innovants pour prévenir les foyers infectieux et aider à la prise de décision. Ce dernier point
implique non seulement l’utilisation des biotechnologies pour la création vaccins innovant,
thermostables et DIVA, mais aussi les approches de séquençage haut-débit, avec ou sans à
priori, et la métagénomique.
Nous avons dans ce travail initié le séquençage sans à priori à haut-débit des génomes de
PPR. Ceci ouvre une avenue qui permettra d’obtenir très prochainement un grand nombre
de séquences moléculaires, puisqu’il faut rappeler que très peu de séquences de PPRV sont
disponibles dans les banques de données. La technique sans à priori permet par la même
occasion d’obtenir les séquences de tous les pathogènes présents dans un échantillon donné.
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Ainsi l’exploitation approfondie des données produites à partir de échantillons ouest-africains
que nous avons prélevés sur foyers de PPR pourrait révéler la présence de pathogènes de
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were positive for the hemagglutinin 
(HA) and neuraminidase genes of 
avian influenza A (H7N9) virus. Of 6 
environmental samples, 5 were posi-
tive for (H7N9) virus HA genes. No 
(H7N9) virus HA antibodies were 
detected from paired serum samples 
from all 18 close contacts.
Two virus strains were isolated: 
1 from a patient specimen (A/Zhen-
jiang/1/2013) and 1 from a chicken 
cage specimen (A/environment/
Zhenjiang/4/2013) (GenBank ac-
cession nos. KF007057–KF007064 
and KF007009–KF007016, respec-
tively). Genome comparison showed 
that isolates had a nucleotide iden-
tity of 96.8%–99.8%, indicating an 
amino acid identity of 98·2%–99·6%. 
Phylogenetic analysis showed that 
5 genes (HA, nucleoprotein, neur-
aminidase, matrix, and nonstructural 
protein) of the 2 isolates belonged to 
the same clade. However, the 3 poly-
merase genes (polymerase basic 1, 
polymerase basic 2, and polymerase 
acidic) clustered in a different clade. 
These results suggested that the 2 
strains originated from an indepen-
dent reassortment mechanism and 
that the H7N9 subtype viruses had 
undergone genetic reassortment to 
generate multiple novel genotypes 
in China.
According to epidemiologic 
and clinical data for infections with 
avian influenza A(H7N9) virus, 
most patients with severe illness, 
including severe pneumonia and 
acute respiratory distress syndrome, 
were elderly men with underlying 
medical conditions (2,3). Our find-
ings suggest that pregnancy might 
be a risk factor for clinically severe 
influenza in young women infected 
with H7N9 subtype virus.
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Peste des Petits 
Ruminants Virus, 
Mauritania
To the Editor: Peste des petits ru-
minants virus (PPRV; genus Morbilli-
virus, family Paramyxoviridae) causes 
severe infectious disease in sheep and 
goats in Africa and Asia. Pneumo-en-
teritis clinical signs are dominated by 
ocular and nasal discharge, and mor-
tality rates are high (1). Four distinct 
lineages of PPRV have been described 
on the basis of a phylogenetic analysis 
of a cDNA fragment of the nucleopro-
tein (NP) gene (2): lineages I and II are 
found in western Africa (1,3,4), lineage 
III in eastern Africa and the Middle 
East, and lineage IV in Asia. Recent 
studies have shown changes in this dis-
tribution (1,5), including the emergence 
of PPRV lineage IV in northeastern and 
northern Africa (5). Sparse serologic 
results (6,7) are available regarding 
PPRV spread in Mauritania or genetic 
features of circulating PPRV strains.
A seroprevalence survey was im-
plemented in October 2010 to assess 
PPRV spatial distribution in Maurita-
nia. The study was limited to 8 south-
ern provinces (wilayas), which cov-
ered 99.3% of the national sheep and 
goat stocks (online Technical Appen-
dix Figure 1, wwwnc.cdc.gov/EID/
article/20/2/13-1345-Techapp1.pdf). 
Of 40 districts (mougataas), 21 were 
randomly selected. A single geograph-
ic point was randomly sampled within 
each of the selected mougataas, and 
100 small ruminants were sampled in 
a 7-km radius around the coordinates. 
None of the mougataas in which sam-
pling occurred had a PPRV vaccina-
tion program.
In addition, field veterinary of-
ficers from Trarza and Tagant Prov-
inces were asked to report suspected 
outbreaks of peste des petits ruminants 
disease (PPR) during January–March 
2012. All outbreaks were investigated, 
and biologic samples were collected 
for laboratory diagnostics. 
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All serum samples from the 2010 
and 2012 surveys were analyzed by 
using antibody ELISA ID Screen PPR 
competition (IDvet Innovative Diag-
nostics, Grabels, France). Optical den-
sity values were converted to inhibition 
percentages; according to the ELISA 
cutoff value, inhibition percentages 
of <45% were considered positive. 
A logistic beta-binomial regression 
model was used to analyze preva-
lence rates within mougataas. Swab 
samples were tested by using reverse 
transcription PCR (RT-PCR) adapted 
to a 1-step format (OneStep RT-PCR 
Kit; QIAGEN, Hilden, Germany) and 
based on nucleoprotein (NP) 3–NP4 
PPRV-specific primers targeting the 
3′ end of the NP gene (8). Amplicons 
of 351 nt were extracted, and after 
sequencing, nucleic acid segments 
were aligned with PPRV sequences 
stored in the database of the Centre 
de coopération internationale en re-
cherche agronomique pour le dével-
oppement (Montpellier, France) or 
retrieved from GenBank (Figure).
A total of 1,190 sheep and 714 
goat serum samples were collected 
during the 2010 survey; the estimated 
serologic PPRV prevalence rate was 
43% (n = 1,904; 95% CI 38%–47%). 
PPRV infection was widespread: 
prevalence rates ranged from 3% 
(Guerou) to 98% (Kobeni) (online 
Technical Appendix Figure 2). No 
significant difference was found by 
species or animal age (p = 0.28 and p 
= 0.92, respectively), but an increas-
ing gradient in prevalence rates was 
observed from north to south; the 
effect of latitude was significant 
(p<10–6) (online Technical Appendix 
Table). The increasing prevalence 
rates moving from the north to the 
south might be related to higher small 
ruminant density in southern Maurita-
nia (pastoral resources), which might 
increase between-herd transmission. 
Moreover, the movement of livestock 
between Mauritania and 2 countries 
to the south, Mali and Senegal (on-









was favorable for PPRV exchanges 
over the years.
Three suspected outbreaks of PPR 
were reported during January–March 
2012 (online Technical Appendix Fig-
ure 2). Both sheep and goats were af-
fected; the animals, particularly young 
animals, had signs typical of acute 
PPR. Illness rate ranged from 11% to 
17% and case-fatality rates from 39% 
to 58%. Clinical signs lasted 27–39 
days. A total of 43 animals were sam-
pled for virus detection, and 12 ani-
mals from 2 sites tested positive by 
RT-PCR. Seroprevalence rates were 
estimated on larger samples, including 
recovering animals in the 3 outbreak 
locations; these rates were high for all 
3 sites: 61%, 70%, and 75% (n = 87, 
31, and 12, respectively).
N-gene sequences were obtained 
from 2 sheep swab specimens collect-
ed in Trarza during the outbreak survey 
in early 2012 (deposited in the Gen-
Bank under accession nos. KF483658 
[Mauritania1_2012] and KF483659 
[Mauritania5_2012]). These isolates 
were placed in a phylogenetic tree 
built from PPRV sequences recently 
collected in western (Senegal, Mali) 
and northern Africa (Morocco), as 
well as isolates from other parts of the 
world retrieved from GenBank. Phy-
logenetic analysis involved 255 nt lo-
cated on the C terminus end of the NP 
gene of the virus (84 aa). The PPRV 
strain from Mauritania belonged to 
lineage II (Figure). Sequences were 
close to, but distinct from, those col-
lected in Senegal and distinct from 
those identified in Morocco and north-
ern Africa (lineage IV).
Our study results highlight 
2 PPRV epidemiologic systems: 
northern Africa, where all identified 
PPRVs belonged to lineage IV and 
were closely related to PPRV initially 
identified in Sudan (5); and western 
Africa, where all identified PPRVs 
belonged to lineages I and II (3,4). 
This information might be useful for 
the design of regional control strate-
gies. Ongoing monitoring of PPRV in 
Mauritania is needed to watch for the 
possible spread of PPRV lineage IV 
from northern Africa.
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Summary
Late October 2012, a great number of deaths of unknown origin occurred in goat
herds in the suburbs of Ngazidja, located in the Comoros archipelago. Few weeks
later, laboratory testing requested by the animal health authorities resulted in the
identification of peste des petits ruminants (PPR) infection. Notably, the Index
case could be attributed to a sick goat imported from Tanzania. Viral isolation
was successful from the lungs leading to the whole N nucleoprotein gene sequenc-
ing. Phylogenetic analysis revealed that the strain belongs to the lineage III which
includes strains of eastern African origin. In addition, to evaluate the impact of
PPR on the Comorian indigenous domesticated ruminant population, a cross-
sectional PPR serological survey was conducted between April and July 2013. A
low overall PPRV antibody prevalence 2.24% (95% CI [1.38; 3.08]) was detected
with a Grande Comore prevalence of 3.34% (IC = [2.09; 4.63]) with a limited
spread of the disease mainly due to farm practices such as limited contacts
between farm animals and rapid slaughtering of sick animals.
Introduction
Peste des petits ruminants (PPR) is a highly contagious and
devastating viral disease affecting mainly sheep and goats
but which can infect a wide range of other domestic and
non-domestic species such as goitered gazelles in Turkey
(G€ur and Albayrak, 2010), buffaloes in India (Govindarajan
et al., 1997; Balamurugan et al., 2014) and camels in Sudan
and Ethiopia where specific clinical signs such as respira-
tory syndromes have been described (Abraham et al., 2005;
Banyard et al., 2010; Khalafalla et al., 2010; Kwiatek et al.,
2011). Firstly identified in Ivory Coast in 1940, the disease
is now widely distributed across much of sub-Saharan
Africa, Middle East and Asia including major parts of the
Indian subcontinent progressing southward and northward
to Africa affecting Gabon, Democratic Republic of Congo,
Somalia and Tanzania (Gargadennec and Lalanne, 1942;
Swai et al., 2009). Northern African countries such as Mor-
occo, Tunisia and Algeria (Ayari-Fakhfakh et al., 2011;
Kwiatek et al., 2011; De Nardi et al., 2012) as well as most
provinces of Turkey are now considered as gates of entry to
Europe (Yesilbag et al., 2005). The disease incidence char-
acterized by a high morbidity and mortality and the restric-
tions linked to animal and product movements
demonstrate that PPR has a major economic impact, espe-
cially in rural African communities where ruminant
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livestock production represents a major income. Trans-
boundary diseases of farm animals, rather than being a
diminishing problem across the world, are now emerging
in areas where they have never been described before.
Across the developing countries, viral pathogens like PPR
virus (PPRV) represent a huge disease burden on agricul-
ture, increasing poverty in some of the poorest parts of the
world. The potential threat of PPR spreading to developed
countries across the globe has rekindled interest in the
Morbillivirus genus.
The causative agent PPRV belongs to the genus Morb-
illivirus (family Paramyxoviridae) and is a pleomorphic
150–700 nm enveloped RNA virus (Gibbs et al., 1979).
Its genome consists of 15 948 nucleotides assembled in a
unique negative single strand RNA molecule and encodes
six structural proteins: the major nucleoprotein (N), the
phosphoprotein (P), the matrix protein (M), the large
protein (L) and the two external fusion (F) and hemag-
glutinin (H) glycoproteins that elicit protection against
the disease in infected or vaccinated animals (Diallo
et al., 2002; Berhe et al., 2003). Besides the six encoded
structural proteins, the P gene, expresses the C and V
nonstructural proteins via an alternative open reading
frame and RNA editing, respectively (Barrett et al.,
1991).
Phylogenetic constructs based on the partial fusion (F)
protein gene [322 nucleotides (nt)] or the partial nucleo-
protein (N) gene (255 nt) defined four geographically dis-
tinct PPRV lineages (I-IV) (Shaila et al., 1996; Kwiatek
et al., 2007; Banyard et al., 2010). The three-first lineages
were historically settled in Africa according to the geo-
graphical spread of the virus from the western part to the
eastern part of Africa. The fourth lineage was originally
confined to Asia, including Turkey and the Arabic penin-
sula before introduction and spread to northern and east-
ern-southern Africa in the last decade.
Early November 2012, a great number of deaths of
unknown origin occurred in goat herds in the suburbs
of Moroni-Ngazidja, in the Comoros archipelago
(Fig. 1). Few weeks later, laboratory testing for several
pathogens, including PPR and CCPP (Contagious Cap-
rine Pleuropneumonia) was requested by the animal
health authorities and resulted in the identification of
PPR pathogen. Notably, the first probable reportable case
identified as the Index case was a sick goat out of a cou-
ple of ‘billy-goats’ imported from Tanzania. Additional
cases were reported at a larger scale. This paper presents
the results of epidemiological and laboratory investiga-
tions on the PPR outbreaks in the Comoros archipelago.
Phylogenetic analyses carried out on a successfully
isolated virus revealed the close relationship of the strain
with those of the eastern African lineage III. In addition,
to evaluate the impact of PPR on the Comorian indige-
nous domesticated ruminant population, a cross-
sectional serological survey was conducted between April
and July 2013.
Materials and Methods
Study area, design and sampling
The Comoros islands form an archipelago of volcanic
islands located off the south-eastern coast of Africa, east of
Mozambique and north-west of Madagascar. The archipel-
ago is divided between the sovereign state of the Union of
Comoros composed of three islands named Grande
Comore, Moheli and Anjouan, and the French overseas
department of Mayotte (Fig. 1).
Firstly, to favour virus detection and identification, a
total of 126 whole blood and serum samples were collected
during the outbreak a week after the notification of the
Index case in November 2012 from the villages of Batsa,
Dima, Dzahani, M’beni, Ouellah and Sada Mouwaboi. Sick
animals reported by the local authorities from the village of
Ouellah were examined clinically and one, a young goat,
displaying severe PPR clinical signs was euthanized and
subjected to necropsy. Thirteen biological specimens (kid-
ney, lungs, liver and spleen) were taken from this goat for
virus identification and isolation. All samples were kept in
liquid nitrogen and finally stored at 80°C to enhance
chances of virus isolation.
Secondly, to assess the impact of the outbreak on the
Comorian ruminant population, a cross-sectional study
was conducted on the three Comorian islands. The region
Legal movements
Fig. 1. Potential legal movements of animals occurring around the
Comoros archipelago.
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was considered as the administrative unit in the study. A
total of 1162 ruminant serum samples were collected from
three villages randomly sampled per region between April
and July 2013. Black and white circles presented on Fig. 3
illustrate the geographical location of the sampled villages
of the study.
Animals sampled were as follows: 35 sheep, 114 bovines
and 1013 goats. The sampling size and distribution was
established using a multistage sampling method (village/
farm/animal) using an a type I error of 5%, an estimated
prevalence ranging from 0% to 53% depending on the
region and resulting from a preliminary survey undertaken
in November 2012 on 126 serum samples located in six
separate villages of Grande Comore and a relative preci-
sion of 60% (Toma et al., 2010). An average of three ani-
mals per farm considered as the mean of the herd was
sampled. Fixed intraclass coefficients were used as follows
rho(village) = 0.1 and rho(farm) = 0.25 based on estima-
tions performed in developing countries (Otte and
Gumm, 1997). The sampling size and distribution in
regions where the disease was not detected during the pre-
liminary survey (Oichili and Dimani for Grande Comore
and all the regions from Anjouan and Moheli) was estab-
lished using a qualitative approach with an estimated
prevalence of 0%, a threshold prevalence of 10% and an a
type I error of 5%.
Detection of PPR antibodies
Sera were first tested by the IDScreen PPR competition
ELISA (enzyme-linked immunosorbent assay) (IdVet,
Grabels, France), the sensitivity and specificity of the test
being estimated to 94.5% and 99.4% respectively (Libeau
et al., 1995). The assays were performed and analysed
according to the manufacturers’ instructions. A Sunrise
ELISA reader was used for reading at 450 nm (Tecan,
Lyon, France). Optical density values were converted to
inhibition percentages (IP). According to the cut-off value
of the test, test samples with IP values ≤ 45% were consid-
ered positive. To confirm their status, each of the PPR
ELISA antibody positive samples and some negative sam-
ples randomly chosen were tested using the virus neutral-
izing test (VNT) considered as a gold standard method
(OIE Terrestrial Manual, 2013). Briefly, duplicates of
2-fold serial dilutions of sera starting from 1 : 5 were
added to 100 TCID50 of PPR Nigeria 75/1 strain in 96-well
microtitre plates and incubated for 1 h at 37°C. Next,
100 000 Vero cells were added to each well and the plates
were incubated with 5% CO2 for 5–6 days at 37°C. Titres
were expressed as the inverse highest dilutions giving 50%
of CPE. A positive control serum was included. A serum
sample with a titre of 1 : 10 or higher was considered
seropositive.
Virus isolation and amplification
The virus isolation was performed on lung tissue samples
on CHS cells according to the methodology described by
Adombi et al. (2011).
PPR genome detection
Nucleic acid preparation
One of the aliquots of the biological specimens was used
for genomic viral RNA extraction and tissue culture virus
isolation. Total RNA was extracted and eluted in a volume
of 50 ll using the NucleoSpin RNA virus (Macherey Na-
gel, Hoerdt, France). Reverse transcription followed by
polymerase chain reaction (RT-PCR) amplified the partial
30 end of the N protein gene using the set of primers NP3/
NP4 previously described (Couacy-Hymann et al., 2002)
through a modification of the initial protocol using a 1-step
method (One Step RT-PCR mix; Qiagen, Courtaboeuf,
France) (Kwiatek et al., 2011). The amplification cycle con-
sisted of an initial denaturation at 94°C, for 2 min, fol-
lowed by 35 cycles of 94°C for 30 s, 55°C for 30 s and 72°C
for 30 s and a final extension cycle of 5 min at 72°C. Ten
microlitre of the amplified products was analysed by elec-
trophoresis on 1% agarose gel. For each of the positive
samples, 40 ll of the PCR product was directly sequenced
(Beckman coulter genomics, Grenoble, France).
Partial N gene sequence was obtained from the isolate
and deposited in the GenBank database under the accession
number KM669158.
Sequence analysis, alignment and phylogenetic analysis
To compare the genetic relatedness of the newly isolated
virus, phylogenetic analyses were performed with 71 pub-
lished PPR sequences. Before phylogenetic inference, data
sets and multiple sequence alignments were thoroughly
examined to eliminate misalignments and ensure correct
framing of coding sequences. Sequences were aligned by
ClustalW and edited using MEGA version 6 software (Tam-
ura et al., 2011). Putative recombination events in sequence
alignments were assessed using RDP4 (Martin et al., 2010).
Bayesian inference reconstruction was generated using Mr
Bayes version 3.2.2 with random starting trees and run for
20 000 000 generations sampling the Markov chains at
intervals of 1000 generations (Huelsenbeck and Ronquist,
2001). The evolution models were proposed by TREE-
FINDER (March 2011, Jobb et al., 2004) according to the
Akaike information criterion (AIC) (Akaike, 1974), the
corrected AIC (AICc) (Sugiura, 1978), and Bayesian
information criterion (BIC) (Schwarz, 1978) with a num-
ber of gamma rate categories fixed at 5. From these
analyses, a general time-reversible (GTR) model with a dis-
crete gamma distribution (+G) with five classes was the
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consensus substitution model proposed for the Bayesian
reconstruction. Posterior probabilities were estimated on
20 000 tree samples.
Results
Characterization of the strain
The virus was successfully isolated from lung tissues known
to be one of the most suitable tissue samples for isolation
because it is generally the siege of the highest viral produc-
tion. Sequences were aligned with a set of PPRV isolate
sequences retrieved from GenBank. To estimate the geo-
graphic origin of the PPRV, Bayesian inference reconstruc-
tion based on 71 partial N gene sequences collected from
29 discrete locations during the period 1968–2012 demon-
strate that the Union of Comoros-2012-Ouellah strain
belongs to the lineage III which could be further distin-
guished into two clusters, one grouping mainly Ethiopian
isolates and one grouping Sudanese and Emirates isolates
(Fig. 2). The grouping of the sequences within the clusters
was supported by posterior probabilities ≥ 59%.
Serological survey and spatial distribution of the PPR
seropositive animals
To investigate the impact of the PPR outbreak that
occurred in November 2012 on the Comorian ruminant






















































































































































































Fig. 2. Animal and herd PPR seroprevalence sampled during the cross-sectional serological study, 2013.
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high-specificity ELISA tests to specific antibody acquisi-
tions between April and July 2013, 5 months after the out-
breaks. Figure 3 shows the geographical distribution of the
detected PPR seropositive animals. The overall observed
PPR prevalence rate was 2.24% (95% Confidence Intervals
(CI) [1.38; 3.08]) in the three islands and 3.34% (95%
CI = [2.09; 4.63]) for Grande Comore by itself and 0% for
Anjouan and Moheli.
Observed herd prevalence was 6.32% (IC = [3.97; 8.67])
for the three Comorian islands of the archipelago but
8.67% (IC = [5.49; 11.85]) for Grande Comore and 0% for
Anjouan and Moheli. These findings were supported by a
significant statistical difference in the PPR prevalence rate
between species (Fisher exact test, P < 0.05).
Spatial distribution of the PPR seropositive animals
Results of exposure to PPR indicated by ELISA detection of
specific antibodies supported by the high specificity of the
tests used is presented in Fig. 3. PPR positive results were
found only in Grande Comore in 24 goat and two bovine
samples and no sheep samples among the 374 separate
localities distributed on the northern-western part of the
island suggesting PPR spread from the Index case in link
with animal movements northwards. Neither Moheli nor
Anjouan was found to be infected by PPR.
Discussion
In the present study we describe the first introduction of
PPR in goats in Grande Comore, one of the three islands of
the Comoros archipelago. Objective clinical signs and sero-
logical evidence of PPRV infection constitute a direct indi-
cation of the presence of PPRV in this island even though
the disease was evidenced in goats while remaining absent
in sheep. These results highlight the new threat for the sur-
rounding islands of the archipelago.
Phylogenetic analysis revealed that the strain involved in
the outbreak of the village of Ouellah belonged to lineage
III. This result is compatible with the known historic
Fig. 3. Bayesian phylogenetic reconstruction showing the peste des petits ruminants (PPR) relationships based on partial N gene sequences (255
nucleotides). RPV stands for rinderpest. The measles and rinderpest strains were used as outgroups. Numbers indicate posterior probabilities. The scale
bar indicates the expected nucleotide changes per site.
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establishment of lineage III in East Africa. East Africa is gen-
erally used to specifically refer to the area now comprising
the countries of Kenya, Tanzania and Uganda but often
includes Somalia, Djibouti, Ethiopia and Eritrea. Historical
strains, such as the isolate from wildlife in Oman (1983),
isolates from the United Arab Emirates (1983 and 1986),
isolates from Sudan (1971, 1972 and 2000) and 2 isolates
from Ethiopia grouped in lineage III. However, in the area
encompassing Sudan, Uganda, Ethiopia, Eritrea Somalia
and Kenya, recent findings suggest that lineage IV has
largely replaced PPRV lineage III (Cosseddu et al., 2013;
Maganga et al., 2013; Libeau et al., 2014). Based on litera-
ture, Tanzania is one of the Eastern African countries where
lineage III is still active, the PPR diagnosis being confirmed
by serology (Karimuribo et al., 2011). A recent study con-
firmed recent introduction of PPR in southern Tanzania (in
2009) through newly purchased goats from a livestock mar-
ket located about 700 km in the outskirts of Dar es Salaam
city. The presence of PPR in Tanzania, being a great gate of
animal exportation is obviously at high risk of southward
spread of the disease to other southern African countries
(Muse et al., 2012). However, the virus, which was intro-
duced into Tanzania by southward spread from neighbour-
ing countries, was probably in Tanzania long before official
confirmation of the disease (Swai et al., 2009). Focusing on
the Indian Ocean region, the origin of the PPRV strain
causing outbreaks in Grande Comore can be explained by
the introduction of lineage III crossing away the Mozam-
bique Channel. The spread of PPR known to be a highly
contagious disease is probably linked to animal movements
which could be legal animal importations since 2002.
In the present study, serological detection methods were
used to evaluate seroconversion among sheep and goat
herds from 374 different geographical localities in Grande
Comore after the November 2012 PPR outbreak.
The low level of PPR seroprevalence (2.24%), mainly in
goats was seen along with a low Grande Comore seropreva-
lence of 3.34%. Ecological parameters, low number of ani-
mals per herd may explain the low level of seroprevalence
observed in the Comorian ruminant population around
6 months after the outbreak. Limited spread of the disease
may also be explained by farmer practices which were to
slaughter animals when the animal health local authorities
first described clinical signs. The volcanic topology limiting
the direct contact among animals in association with farm
practices is likely to be the key factor for the limited spread
of PPR in the Comorian livestock population.
In cattle, seroprevalence was of 1.78%. In Tanzania, mass
PPR vaccination of sheep and goats was initiated early 2011
but did not include cattle. However, high rate of PPR sero-
positivity found in several studies (Abraham et al., 2005;
Lembo et al., 2013; Balamurugan et al., 2014) confirm that
cattle living in close proximity to small ruminants are likely
to be infected frequently. Although subclinical cattle sero-
conversion and alternative host infections (lions and cam-
els) (Balamurugan et al., 2012; El Arbi et al., 2014) have
been observed in several occasions, the epidemiological role
of these species for the disease is not yet established.
Livestock export is of major economic importance for
many African countries. The presence of quarantine in the
country of importation will help avoiding disease introduc-
tion as it has been already the case in the past for East coast
fever in 2003 and 2004 and Rift Valley fever in the Union
of Comoros since 2011 (De Deken et al., 2007; Roger et al.,
2014). Port inspection, extended quarantine with detection
of infections by clinical examination and laboratory screen-
ing, vaccination of animals for key diseases before entry to
the quarantine reduce the risk of disease introduction
(Knight-Jones et al., 2014). To protect livestock exports
from costly trading bans in case of disease emergence, bet-
ter certification of livestock health status is needed. Quanti-
tative risk assessment studies and cost-effectiveness analysis
on different health certification protocols have been per-
formed for Somali livestock exports for six transboundary
diseases. Intensive vaccination campaigns have been used
to stop the continued spread of PPRV in several countries
such as Kenya, Somalia and Tanzania. However, inadequate
funding, limited stocks of vaccines, shortage of trained staff
to coordinate vaccination programmes, occurring in many
African countries, are crucial key points for the surveillance
and the control of any animal diseases and specifically
direct contact transmitted-diseases without any vectors
being involved.
In conclusion, improving surveillance through protocols
and contingency plans need to be reinforced in order to
control the disease spread with appropriate measures (vac-
cines, sentinel herds). Concerted and collaborative efforts
in prevention and control of the disease across the Mozam-
bique Channel need to be strengthened in link with animal
movements with further studies on the virus spread, preva-
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